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ABSTRACT 
 
Salmonella  enterica  serovar  Typhimurium  (S.  Typhimurium),  an  intracellular  pathogen,  causes 
gastroenteritis in humans and a systemic disease in mice. The ability of Salmonella to replicate inside 
host cells requires translocation of effector proteins across the vacuolar membrane, mediated by the 
Salmonella  pathogenicity  island‐2  (SPI‐2)  type  three  secretion  system  (T3SS).  However,  the 
repertoire of effectors involved in this process has not been defined. The first part of this PhD work 
focused  on  SrfJ,  a  putative  effector  of  the  SPI‐2  T3SS  with  similarity  to  human  lysosomal 
glucosylceramidase. Expression of  its gene was dependent on SsrA/B, a two‐component regulatory 
system  required  for expression of most SPI‐2 effector genes. Expression of srfJ was also shown  to 
occur  under  SPI‐2  T3SS  activation  conditions.  However,  there  was  no  detectable  secretion  or 
translocation of the protein, although a srfJ mutant strain had an  intracellular replication defect  in 
primary bone marrow‐derived macrophages.   
Using  a  dual‐fluorescence  reporter  system  that  allows  direct  measurement  of  intracellular 
replication,  the contribution  to  replication of  individual SPI‐2 T3SS effectors was  investigated. The 
replication kinetics of S. Typhimurium deletion mutants for all known SPI‐2 effectors were measured 
and compared in mouse bone marrow‐derived macrophages. Several mutant strains with replication 
defects  were  identified,  thereby  revealing  that  intracellular  replication  is  the  result  of  the 
contribution of numerous effectors. Two S. Typhimurium polymutant strains were generated whose 
replication defects closely resemble that of a SPI‐2 T3SS null mutant and are severely attenuated in 
virulence  in vivo. These strains retained an  intact T3SS and delivered a CD8+ T cell epitope via the 
SPI‐2 T3SS into the cytoplasm of infected cells. Since an S. Typhi mutant strain lacking the SPI‐2 T3SS 
has  been  shown  to  be  safe  and  immunogenic  in  humans,  these  polymutant  strains  could  have 
applications in vaccine design, as carrier strains for the delivery of heterologous antigens.   
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ABBREVIATIONS  
 
Amp      Ampicillin 
Arp2/3       Actin‐related protein 2/3 
ATP      Adenosine 5'‐triphosphate 
ATPase      ATP hydrolase 
bp       Base pair 
Carb       Carbenicillin 
CFU      Colony‐forming unit 
CI      Competitive Index 
Cm      Chloramphenicol 
CyaA      Adenylate cyclase 
DMEM      Dulbecco's modified Eagle's medium  
DNA      Deoxyribonucleic acid 
EBSS       Earle's Balanced Salt Solution 
E. coli      Escherichia coli 
EHEC      Enterohaemorrhagic E. coli 
ERK      Extracellular‐regulated kinase 
FACS      Fluorescence‐activated cell sorting 
FCS      Foetal calf serum 
GAP      GTPase‐activating protein 
GCAT      Glycerophospholipid : cholesterol acyltransferase 
GEF      Guanine nucleotide exchange factor 
GFP      Green fluorescent protein 
GluCer      Glucosylceramidase 
GTPase     Guanosine‐5'‐triphosphate hydrolase 
HA      Haemagglutinin 
HIV      Human immunodeficiency virus 
HRP      Horseradish peroxidase 
IκBα      Inhibitor kappa B alpha 
IL      Interleukin 
i.p.      Intraperitoneal 
JNK      Jun N‐terminal kinase 
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Kb      Kilobase 
kDa      Kilo Daltons 
Km      Kanamycin 
LAMP‐1     Lysosomal‐associated membrane protein‐1  
LB      Luria‐Bertani 
LCM      L929‐cell conditioned medium 
Llo      Listeriolysin O 
LPS       Lipopolysaccharide  
LRR      Leucine‐rich repeats 
MAPK       Mitogen‐activated protein kinase  
Mg‐MES    Magnesium minimal medium 
MHC      Major histocompatibility complex 
ml      Millilitre 
MOI      Multiplicity of infection  
mRNA      Messenger RNA 
MTOC      Microtubule‐organizing centre 
NF‐κB      Nuclear factor kappa B 
ng      Nanogram 
Nramp1    Natural resistance associated macrophage protein‐1 
nt      Nucleotide 
NTS      Non‐typhoidal salmonellosis 
OD      Optical density 
PAGE      Polyacrylamide gel electrophoresis 
PAI       Pathogenicity Island 
PBS      Phosphate buffered saline 
PCR       Polymerase Chain Reaction 
PFA      Paraformaldehyde 
PKN1      Serine/threonine protein kinase‐1 
PMN      Polymorphonuclear cells 
RNA      Ribonucleic acid 
RNI      Reactive nitrogen intermediates 
ROS      Reactive oxygen species 
RT‐PCR      Reverse Transcription PCR 
S. Typhi     Salmonella enterica serovar Typhi  
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S. Typhimurium   Salmonella enterica serovar Typhimurium  
SCAMP‐3    Secretory carrier membrane protein‐3 
SCV      Salmonella‐containing vacuole 
SDS      Sodium dodecyl sulphate 
Sifs      Salmonella‐induced filaments  
SKIP      SifA and kinesin interacting protein 
SPI       Salmonella Pathogenicity Island 
STM      Signature‐tagged mutagenesis 
T3SS      Type three secretion system 
TAA      Tumour‐associated antigen 
TCR      T cell receptor 
TGN      Trans Golgi network 
TLR      Toll‐like receptor 
TNFα      Tumor necrosis factor alpha 
TRIP6      Thyroid receptor interacting protein 6 
WASP      Wiskott–Aldrich syndrome protein 
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CHAPTER 1 ‐ Introduction 
 
1.1  TAXONOMY AND EVOLUTION OF SALMONELLA 
Salmonella  species  are  Gram‐negative,  motile,  rod‐shaped  facultative  anaerobes  of  the 
Enterobacteriaceae family. Attempts at establishing a nomenclature for the Salmonella genus were 
initiated  with  the  Kauffmann‐White  scheme,  where  each  serotype  was  considered  a  separate 
species.  This  serological  classification  distinguished  between  serovars  based  on  two  surface 
antigens: O from polysaccharide structures and H from flagellin, a major component of the flagella 
(Brenner et al., 2000; Lan et al., 2009). More recently, however, molecular evidence from multi‐locus 
enzyme electrophoresis  (MLEE) and DNA hybridisation  showed  that  the  large majority of  serovars 
can be  grouped  in one  single  species, designated  enterica  (Boyd et  al., 1996; Crosa et  al., 1973). 
Therefore,  the  Salmonella  genus  is  currently  divided  in  two  species:  Salmonella  enterica  and 
Salmonella bongori. The S. enterica species is further divided in six subspecies, namely: enterica (I), 
salamae  (II),  arizonae  (IIIa),  diarizonae  (IIIb),  houtenae  (IV)  and  indica  (VI).  A  seventh  group 
(subspecies VII)  closely  related  to  subspecies  IV was  also  identified  but  has  not  been  named.    It 
appears to have originated from a distinct lineage but to have acquired elements from subspecies IV 
by horizontal transfer (Boyd et al., 1996).  Although  S. bongori  was initially referred to as subspecies 
V,  it has since been re‐classified as a separate species  (Reeves et al., 1989). Collectively,  there are 
over 2,400 Salmonella serovars  identified  to date  (Brenner et al., 2000). Around 60% of all known 
serovars  are  assembled  in  subspecies  enterica  (I)  and  these  account  for  virtually  all  associated 
disease  in  humans  or warm‐blooded  animals. On  the  contrary,  serovars  belonging  to  any  of  the 
other  subspecies of  Salmonella  lack  the ability  to  colonise warm‐blooded animals and are mostly 
isolated from cold‐blooded animals such as reptiles or found in the environment. 
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Salmonella and Escherichia coli (E. coli) diverged from a common ancestor and have evolved through 
the  gain  of multiple  virulence  genes  by  horizontal  gene  transfer. More  specifically,  evolution  of 
Salmonella pathogenicity was marked by the acquisition of new virulence determinants relating to 
its capacity to invade the intestinal epithelium (Bäumler, 1997). These are the type I fimbriae and the 
long polar fimbriae, which are two adhesins encoded by the fim and  lpf operons, respectively, that 
allow the bacteria to adhere to host cells (Bäumler et al., 1996b), and the SPI‐1 pathogenicity island, 
a 40‐kb region essential for invasion of epithelial cells and which is present in all Salmonella species 
(Mills  et  al.,  1995).  The  gradual  acquisition  of  these  genes  provided  Salmonella with  a means  to 
escape  the  competitive  environment  of  the  gut  and  create  a  new  niche  (Bäumler,  1997).  It  is 
believed  that S. bongori  resembles more closely  the original ancestor of  the Salmonellae and  that 
the divergence of S. enterica is due to its ability to undergo systemic infection (Boyd et al., 1996). A 
major element acquired by  the S. enterica species  that determined  the evolution of  the species  is 
the  SPI‐2  pathogenicity  island,  which  allows  survival  and  replication  in  host  cells  (Ochman  and 
Groisman, 1996; Shea et al., 1996).  
Serovars of S. enterica subspecies enterica (henceforth referred to as Salmonella or S. enterica) can 
colonise a range of different host species.  Some serovars are host‐restricted, such as S. Typhi and S. 
Paratyphi that are specific to humans and cause typhoid fever, or S. Gallinarum that causes systemic 
disease exclusively in poultry (Kingsley and Bäumler, 2000; Lan et al., 2009). However, other serovars 
are host‐adapted and are therefore able to colonise and cause disease  in more than  just one host 
species. S. Cholaraesuis, S. Dublin and S. Enteriditis are most commonly associated with infection in 
pigs, cattle and poultry, respectively, but they can also occasional cause severe septicaemia in other 
mammalian  hosts,  including humans  (Uzzau  et  al.,  2000).  In  contrast  to  host‐specific  serovars,  S. 
Typhimurium can colonise a wide variety of hosts such as rodents, pigs, cattle and humans (Ohl and 
Miller, 2001). In humans, S. Typhimurium most often causes self‐limiting gastroenteritis, but in some 
cases it can also lead to invasive bacteraemia.  
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1.2  DISEASE IN HUMANS 
Only a small percentage of Salmonella serovars are able to cause disease in humans, but infections 
with those pathogenic strains account for a considerable health burden worldwide. There are three 
diseases most  commonly  associated with  Salmonella  and  they  each have  a  very different  clinical 
presentation;  they are gastroenteritis,  invasive bacteraemia and  typhoid  fever.  It  is estimated  that 
just  fewer  than  10  million  cases  of  gastroenteritis  occur  globally  each  year  from  Salmonella 
infections, with 155,000  fatalities  (Majowicz et al., 2010), and according  to a study made  in 2004, 
approximately  28 million  cases of  typhoid  fever  (typhoid  and  paratyphoid)  are  reported  annually 
(Crump et al., 2004). 
 
1.2.1 Gastroenteritis 
Gastroenteritis  is  caused  by  non‐typhoidal  strains  of  S.  enterica  and  represents  one  of  the most 
common  causes  of  food‐borne  infection  world‐wide.  The  disease  is  predominantly  caused  by 
ingestion of S. Typhimurium or S. Enteriditis  through contaminated  food  (Santos et al., 2009). The 
origin of the transmission  is often eggs, dairy or meat, especially poultry, from  infected animals or 
where faecal contamination has occurred during food‐processing.  The typical disease is self‐limiting 
with  symptoms  of  inflammatory  diarrhoea,  vomiting,  fever  and  abdominal  pains  that  appear 
between 12 to 72 hours after ingestion of the contaminated food. The infection is at the level of the 
colon,  ileum  and  mesenteric  lymph  nodes.    A  classical  hallmark  of  gastroenteritis  is  an  acute 
inflammation  of  the  gut, with  infiltration  of  polymorphonuclear  leukocytes  (PMN)  to  the  site  of 
infection, which causes the diarrhoeal symptoms. However the disease is not usually life‐threatening 
in healthy individuals and recovery occurs within 10 days with sufficient rehydration.  
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1.2.2 Invasive non‐typhoidal salmonellosis 
In  otherwise  healthy  adults,  around  5%  of  patients  with  gastroenteritis  go  on  to  develop 
bacteraemia, which is a much more serious condition and can be fatal (Hohmann, 2001). In cases of 
bacteraemia the infection is no longer contained in the gut. The bacteria invade the epithelial lining 
and  disseminate  in  systemic  sites, which  can  lead  to  septic  shock,  septic  arthritis  and meningitis 
(Hohmann,  2001).  However,  bacteraemia  occurs  mostly  in  people  with  compromised  immune 
systems. Infection with invasive non‐typhoidal Salmonella (NTS), especially serovars S. Typhimurium 
and  S. Enteriditis,  is  a  very big  concern  in developing  countries where HIV  infection, malaria  and 
malnutrition, amongst others, are major risk factors (Gordon et al., 2010; Hohmann, 2001; Morpeth 
et  al.,  2009).  Invasive NTS  is  endemic  in  sub‐Saharian Africa  and  carries  a  large mortality  rate  in 
young  children and HIV‐positive patients.  In  this  region  the  incidence of bacteraemia  from NTS  is 
higher than the frequency of typhoid fever, which was estimated at 50 cases per 100,000 per year in 
Africa  (Morpeth  et  al.,  2009).  The  emergence  of  drug‐resistant  strains  is  also  a  major  concern 
(Gordon, 2008).  In a recently study, the  link between HIV  infection  in African adults and  increased 
susceptibility to NTS was uncovered (MacLennan et al., 2010). Antibody‐induced complement killing 
of  NTS  constitutes  an  important  host  defence.  However,  in  HIV  infected  individuals  there  is  a 
deregulation  of  the  humoral  immune  response.  Whereas  in  healthy  individuals  bacteriocidal 
antibodies are produced against outer membrane proteins of NTS,  in HIV‐positive patients there  is 
an excessive production of antibodies against LPS. This  somehow  inhibits  the ability of antibodies 
against outer membrane proteins to activate complement‐mediated killing (MacLennan et al., 2010).  
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1.2.3 Typhoid fever 
Typhoid  fever,  also  known  as  enteric  fever,  is  a  systemic  disease  caused  by  S.  Typhi  or,  less 
frequently,  by  S.  Paratyphi  A,  B  or  C.  It  is  associated  with  high  fatality  (10‐15%  mortality)  in 
untreated  cases  (Ohl  and Miller,  2001).  However,  contrary  to  NTS  bacteraemia,  there  is  no  link 
established  between  typhoid  fever  and  immunodeficiency  (Gordon,  2008).  The  disease  is 
transmitted by ingestion of contaminated food or water and asymptomatic human carriers are often 
responsible for spreading the disease. Typhoid fever is rare nowadays in developed countries where 
good  sanitary measures exist, but  it  remains a health concern  in  regions of South Asia and Africa 
lacking proper sewage disposal and clean water supplies. Symptoms develop over 8 to 14 days and 
consist  of  progressively  high  fever,  abdominal  pain,  transient  diarrhoea  or  constipation  and 
occasionally a rash. A hallmark of typhoid fever is hypertrophy of organs of the reticulo‐endothelial 
system (RES)   (Ohl and Miller, 2001). The pathology of typhoid fever is markedly different from the 
characteristic  exudative  intestinal  inflammation  and  neutrophilia  of  gastroenteritis.  Instead  the 
bacteria penetrate  the  gut mucosa  at  the Peyer’s patches  to  reach  the mesenteric  lymph nodes, 
where  it establishes colonisation and replicates, before being released  into the bloodstream (Jones 
et al., 1994; Voedisch et al., 2009). This leads to an initial and transient bacteraemia which is ensued 
by dissemination to the liver, spleen and bone marrow (Carter and Collins, 1974). The bacteria reach 
these  sites  through phagocytosis by  cells  lining  the organs, where  they  can undergo  intracellular 
replication (Richter‐Dahlfors et al., 1997). At this point there is re‐entry of the bacteria into the blood 
and it is this second wave of bacteraemia that marks the onset of clinical disease. Via dissemination 
to the gallbladder the bacteria can re‐enter the gut at the Peyer’s patches a second time with much 
higher numbers of bacteria.  The outcome of this can be a very strong inflammation of the intestinal 
mucosa leading to ulceration and necrosis. Haemorrhage of the ulcers or perforation of the Peyer’s 
patches can occur and cause peritonitis followed by septicaemia, which can be fatal (Everest et al., 
2001; Tsolis et al., 2008).  In approximately 4% of cases  the bacteria persist  in  the gallbladder and 
patients become chronic carriers of S. Typhi. 
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Fig  1.2  Progression  of  typhoid  fever  in  humans.  Following  oral  ingestion,  S.  Typhi  colonise  the 
Peyer’s patches of the  intestinal epithelium and cross the  intestinal mucosa by  invasion of M cells 
and adjacent enterocytes. The bacteria are taken up by macrophages and dendritic cells present  in 
the  sub‐epithelial  layer  and  reach  the mesenteric  lymph  nodes.   Dissemination  to  systemic  sites 
(spleen,  liver,  bone  marrow)  occurs  via  the  bloodstream  and  bacteria  replicate  in  these  sites. 
Bacteria can re‐enter the intestine via the gallbladder, leading to extensive intestinal damage.  
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1.3  EXPERIMENTAL MODELS OF SALMONELLA INFECTION 
 
1.3.1 Mouse model of typhoid fever 
The host‐restriction of  S.  Typhi  to humans  and higher primates  creates  a  strong  limitation  in  the 
study of the pathology of typhoid fever and the virulence mechanisms of S.Typhi  in vivo. Therefore 
this  field  of  study  has  relied  extensively  on  the  use  of  susceptible mice  strains  to  recreate  the 
characteristics  of  systemic  salmonellosis  (Zhang  et  al.,  2003). Mice  infected with  S.  Typhimurium 
develop a systemic disease that closely resembles typhoid fever  in humans and shares most of the 
described  pathology,  including  replication  in  macrophages,  as  well  as  dissemination  to  the 
mesenteric lymph nodes, liver and spleen and colonisation of these sites (Carter and Collins, 1974). 
Therefore  the murine model has been used  for  several decades  to  investigate  the mechanisms of 
Salmonella  virulence, as well as  the host defence  and  immunological aspects of disease  (Ohl and 
Miller, 2001). The use of mice has also  the advantage of genetic studies, as  the mouse genome  is 
very well characterised and mice are conducible to genetic manipulation, as well as the availability of 
immunological reagents (Tsolis et al., 2011).  
Different mouse strains are available and they vary  in their suitability to study different aspects of 
disease. The outcome of infection is often determined by the gene for natural resistance‐associated 
macrophage  protein‐1  (Nramp‐1,  also  called  Slc11a1).  The  nramp  gene  encodes  a  divalent metal 
transporter  that acts at  the phagosomal membrane of macrophages and neutrophils  (Forbes and 
Gros, 2001). It functions in macrophage inflammatory responses and in regulating the replication of 
intracellular  pathogens. More  specifically,  in  Salmonella  infection Nramp‐1 was  shown  to  induce 
expression  of  antimicrobial  immune  responses,  as well  as  to  limit  iron  availability, which  has  an 
inhibitory effect on intracellular replication (Nairz et al., 2009). Mice lineages lacking nramp‐1 (such 
as  BALB/c  or  C57BL/6  mice)  are  susceptible  to  S.  Typhimurium  systemic  salmonellosis  and  are 
therefore widely used as model for acute infection. On the other hand, mice that are nramp+/+ (such 
22 
 
as 129sv mice) are used as a model for chronic infection. Although S. Typhimurium also disseminates 
to  the  spleen  in  these  resistant  mouse  lineages,  the  animals  are  able  to  contain  bacterial 
proliferation at  systemic  sites and do not develop  severe or  fatal  typhoid disease  (Monack et al., 
2004; Nairz et al., 2009).  In this model bacteria can remain  in the  infected host for  long periods of 
time, mimicking persistent carriage of S. Typhi that occurs naturally in some individuals.  
It  is  important  to  note,  however,  that  although  the  mouse  model  has  been  instrumental  in 
expanding  our  knowledge  of  Salmonella  pathogenesis,  there  is  some  variation  between  the 
pathology of mouse and human typhoid.  At late stages of infection in humans the bacteria can re‐
enter  the  gut  via  the  gallbladder,  causing perforation of  the  gut  and peritonitis.  In mice bacteria 
were  shown  to  replicate  within  epithelial  cells  of  the  gallbladder  and  to  cause  extensive 
inflammation, but evidence  is  lacking that these bacteria re‐infect the  intestine of mice (Menendez 
et  al.,  2009).  Another  feature  of  typhoid  that  is  exclusive  to  humans  is  the  development  of 
diarrhoea, a symptom developed by a third of patients. Moreover, differences between S. Typhi and 
S. Typhimurium  in host  tropism and  the outcome of disease  in humans suggest different bacterial 
virulence mechanisms. It is known that certain virulence determinants are not shared by these two 
pathogens or are not equally necessary for virulence. The Vi capsular antigen is encoded exclusively 
by S. Typhi and allows immune evasion through down‐regulation of TLR‐mediated host responses, as 
well as  resistance  to complement‐mediated killing  (Raffatellu et al., 2006). Avoidance of  intestinal 
inflammation contributes to shaping the progression of typhoid as a systemic infection rather than a 
localised enteric disease. The spv operon is another notable example of a virulence determinant that 
is essential  in pathogenesis of S. Typhimurium  in  the mouse model but  is not present  in S. Typhi. 
These differences and several others that exist between the two serovars mark the limitations of the 
murine model in the study of typhoid.  
To overcome  these problems a  recent approach has been  the development of humanised mouse 
models. Two different  groups have  shown  replication of  S. Typhi  in  vivo  in  immunocompromised 
23 
 
mice  lineages  (scid  and  Rag2)  lacking  the  γ  chain  of  the  IL‐2  receptor  and  where  human 
haematopoietic stem cells were engrafted  (Libby et al., 2010; Song et al., 2010).  In both cases the 
mice developed an infection with characteristic immune responses resembling human typhoid. This 
model could be useful for future studies, particularly in pre‐clinical vaccine testing. 
 
1.3.2 Progression of disease in the mouse model of acute typhoid fever 
In susceptible mice, a very small dose of S. Typhimurium (< 10 bacteria) is sufficient to induce fatal 
systemic disease  in 50% of  infected mice  (LD50),  if administered by  intraperitoneal or  intravenous 
route.  If infection is oral, a much higher number of bacteria (104‐105 CFU) is needed to have lethal 
consequences  (Scherer and Miller, 2001). This  is explained by  the exceedingly  large proportion of 
bacteria  that  are  either  killed  in  the  low  pH  of  the  stomach  or  naturally  driven  out  of  the  gut. 
Eventually only about 1% of the initial inoculum is able to reach the distal ileum and caecum, where 
the  bacteria  can  cross  the  gut  epithelial  layer  into  the  bloodstream  (Carter  and  Collins,  1974). 
Traversal  through  the epithelium occurs mainly by  interaction with M‐cells, which are  specialised 
phagocytic  epithelial  cells  of  the  Peyer’s  patches  (Jones  et  al.,  1994). M‐cells  play  a  key  role  in 
priming  of mucosal  immunity  by  sampling  antigens  from  the  gut  lumen  and  delivering  them  to 
antigen‐presenting cells underlying the Peyer’s patches. Salmonella exploits phagocytosis by M‐cells 
as a mechanism of entry to gain access to the  lymphoid tissues underneath, although the bacteria 
can also actively invade these cells or adjacent enterocytes. Entry of cells by Salmonella relies on the 
invasion  genes  of  SPI‐1  that  induce  rearrangement  of  the  host  cell  cytoskeleton,  leading  to 
membrane  ruffling and bacterial  internalisation  (Galan and Curtiss, 1989). However, mutants  that 
are deficient for invasion are still able to reach the spleen and cause critical disease, albeit in much 
lower  numbers.  An  alternative  pathway  for  bacterial  dissemination  was  discovered  to  be 
phagocytosis by CD18+ cells, which are believed to be dendritic cells (Vazquez‐Torres et al., 1999). 
Dendritic  cells  are  located  under  the  epithelial  layer  and  can  sample  the  gut  lumen  using  their 
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dendrites and accessing antigens through the tight junctions between epithelial cells (Rescigno et al., 
2001).  It  is  thought  that  Salmonella  is  taken  up  by  these  dendrites  and  uses  them  to  cross  the 
epithelial layer. Upon reaching the sub‐epithelial lymphoid tissue Salmonella come into contact with 
cells of  the  immune  system,  such  as macrophages  and dendritic  cells.  Following uptake by  these                             
phagocytic  cells,  the  bacteria  are  transported  to  the mesenteric  lymph  nodes,  liver  and  spleen. 
Microscopy  studies have  shown  that  replication occurs mainly  in  the  liver and  spleen and  that  in 
these organs the bacteria reside primarily in macrophages (Richter‐Dahlfors et al., 1997; Salcedo et 
al., 2001), although the presence of Salmonella within neutrophils has also been observed (Dunlap et 
al., 1992; Geddes et al., 2007). The ability of Salmonella to survive and replicate within phagocytic 
cells is at the basis of the dissemination of Salmonella through the RES and it is absolutely essential 
in the development of systemic salmonellosis.  Fatality in susceptible mice is a result of uncontrolled 
bacterial replication at the systemic sites, leading to a second bacteraemia and eventually lethal LPS‐
induced septic shock (Carter and Collins, 1974; Khan et al., 1998).  
 
1.3.3 Animal models of gastroenteritis 
Mice  are  generally  not  a  suitable  animal model  to  study  human  gastroenteritis  as  they  do  not 
develop exudative inflammation of the intestinal mucosa characteristic of gastroenteritis (Santos et 
al., 2009).   Therefore the pathogenesis of NTS gastroenteritis only started to be examined properly 
in  the  1990s  with  the  calf  model.  Natural  infection  of  calves  with  S.  Typhimurium  leads  to  a 
diarrhoeal disease that is very similar to human gastroenteritis (Zhang et al., 2003). Work using this 
model revealed that SPI‐1‐mediated  invasion  is essential to cause  inflammation and diarrhoea, but 
that  genes  important  in  systemic  disease  (SPI‐2,  spv)  are  not  required  (Tsolis  et  al.,  1999a).  The 
bovine  ligated‐ileal  loop model has also been a very useful system  in establishing the pathology of 
early stages of  infection. This model first established the flagella as a requirement for  induction of 
full  inflammatory responses  in enteropathogenesis (Schmitt et al., 2001). Implication of the flagella 
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in mouse  virulence  was  not  detected  in  that  same  study,  highlighting  the  importance  of  using 
adequate infection models.  
Developed more recently, a model of mouse colitis is also available but relies on preconditioning the 
mice by treatment with streptomycin. Treatment with the drug disrupts the normal gut microbiota, 
thus  allowing  bacterial  colonisation  to  occur  and  consequent  heavy  inflammation  and  influx  of 
neutrophils  across  the  intestinal  mucosa  (Barthel  et  al.,  2003).  This  model  has  been  useful  in 
confirming  the  contribution  of  SPI‐1  and  SPI‐2  type  three  secretion  systems  (T3SS)  to  intestinal 
inflammation  caused  by  S.  Typhimurium  infection  (Barthel  et  al.,  2003).  However,  because  this 
system always requires the use of antibiotic to alter the gut flora, it cannot entirely reflect a natural 
process of infection. Therefore despite the enlarged costs, the need for specialized facilities and the 
limitations regarding genetic manipulation, the calf model might be considered a better and more 
physiological model to study gastroenteritis.   
 
1.4  GENOMIC DIVERSITY BETWEEN SALMONELLA SEROVARS TYPHIMURIUM AND TYPHI 
Analysis of the chromosome of S. Typhimurium revealed very high similarity with E. coli, with 71% of 
the  genes  being  shared  between  the  pathogenic  Salmonella  serovar  and  the  commensal  E.  coli 
(McClelland  et  al.,  2001).  Evolution  of  S.  Typhimurium  has  been  mostly  dictated  by  events  of 
horizontal  gene  transfer,  resulting  in  a  mosaic  genome.  In  the  sequenced  4,857‐kilobase  (kb) 
genome  of  S.  Typhimurium  strain  LT2,  horizontally‐acquired  elements  include  a  94‐kb  plasmid 
(pSLT), 4 prophages and at  least 60 genomic  islands,  including  several pathogenicity  islands  (PAIs) 
(McClelland et al, 2001). An in vivo study in mice calculated that approximately 4% of the genome of 
S. Typhimurium encodes virulence factors (Bowe et al., 1998; Hensel et al., 1995). 
There  are  large  differences  between  the  genomes  of  the  Salmonella  serovars  Typhimurium  and 
Typhi, which  became  apparent with  the  sequencing  of  the  4,809‐kb  genome  of  a multiple  drug 
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resistant strain of S. typhi (CT18) (Parkhill et al., 2001). The two serovars share approximately 89% of 
their  genes, with  479  and  601  genes  being  specific  to  S.  Typhimurium  and  S.  Typhi,  respectively 
(Parkhill  et  al.,  2001).  204  pseudogenes were  discovered  in  S.  Typhi, which  constitute  5%  of  its 
genome, although  interestingly most of these coding regions are fully functional  in S. Typhimurium 
and  indeed  some  of  these  genes  are  known  virulence  determinants  in  S.  Typhimurium,  such  as 
sopE2, sseJ and slrP (Parkhill et al., 2001). These differences are believed to explain the distinct host 
specificities  of  the  two  pathogens  as  well  as  their  disease  phenotypes.  S.  Typhi  also  has  some 
insertions  that are unique  to  its genome  compared with  S. Typhimurium,  including  genes  for  the 
capsule, and homologues to the E. coli haemolysin E, the Campylobacter toxin cdtB and Bordetella 
pertussis toxin genes ptxA and ptxB (Parkhill et al., 2001). However, most of the differences between 
both genomes are based on  loss of gene function rather than new gene acquisitions, characteristic 
of  reductive  evolution.  S.  Typhi  evolved  to  a  more  specialised  niche  (humans)  following  the 
inactivation of genes made  redundant by  the new parasitic  lifestyle  (Dagan et al., 2006). There  is 
little evidence of adaptive selection having  taken place  in S. Typhi genes, one exception being  the 
acquired resistance to antimicrobials by several clinically‐isolated strains (Chau et al., 2007; Le et al., 
2007). Indeed, the continuing emergence of multiple drug resistance in S. Typhi is a major concern in 
endemic areas.  In the case of S. Typhi strain CT18 the resistance genes are present  in the plasmid 
pHCM1 harboured by the bacteria (Parkhill et al., 2001).  
Recent studies have also focused on the genomic features of S. Typhimurium strains causing invasive 
NTS disease  in  sub‐Saharian Africa. Evidence was  shown  that many clinical  isolates  from different 
sub‐Saharian  regions  belong  to  a  distinct  phylogenetic  lineage  of  S.  Typhimurium, with  genomic 
features such as novel prophage elements and genome degradation that distinguish them from the 
typically described S. Typhimurium strains causing gastroenteritis (Kingsley et al., 2009). 
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1.5  SALMONELLA VIRULENCE FACTORS 
 
1.5.1 Salmonella pathogenicity islands 
Many  genes  implicated  in  the  virulence  of  Salmonella  are  also  present  in  non‐pathogenic  E.  coli 
strains and can encode proteins for DNA repair or defence against microbicidal products, or enzymes 
necessary for the biosysthesis of nutrients present in insufficient amounts in the host (Groisman and 
Ochman,  1997).  However,  the  virulence  of  Salmonella  also  relies  heavily  on  genes  absent  from 
commensal organisms,  the  large majority of  them being  located on PAIs  (Groisman and Ochman, 
1997). PAIs are clusters of virulence genes on the chromosome, often  found near tRNA genes and 
with  a  characteristically  low G+C  content  compared  to other  areas of  the  genome.  In  Salmonella 
these elements are  termed Salmonella pathogenicity  islands  (SPI). 21 SPIs have been  identified  to 
date in the Salmonella genus and are thought to determine the host specificity of different serovars 
(Sabbagh  et  al.,  2010).  S.  Typhimurium  and  S.  Typhi  both  share  11  SPIs.  A  further  four  SPIs  are 
contained by S. Typhi and one  is exclusive to S. Typhimurium  (Sabbagh et al., 2010). Expression of 
the Vi capsular antigen, which is important in systemic dissemination of S. Typhi but is absent from S. 
Typhimurium,  is  controlled  by  the  loci  viaA  and  viaB  located  on  SPI‐7  (Kolyva  et  al.,  1992). 
Furthermore, two SPIs common to both pathogens are of particular importance: the SPI‐1 and SPI‐2 
encode two functionally distinct type three secretion systems (T3SS), whose functions are central to 
the ability of Salmonella  to  invade non‐phagocytic cells  (Galan and Curtiss, 1989; Zhou and Galán, 
2001)  and  for  intracellular  proliferation,  respectively  (Helaine  et  al.,  2010;  Hensel  et  al.,  1995; 
Ochman and Groisman, 1996).  
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1.5.2 The spv operon 
The  spv  (Salmonella  plasmid  virulence)  is  a  highly  conserved  operon  mainly  found  on  the  pSLT 
virulence plasmid harboured by S. Typhimurium strains but that can also occasionally be present on 
the  chromosome  (Boyd  and Hartl,  1998).  The  spv  operon plays  an  important  role  in  intracellular 
growth of Salmonella in mouse systemic infection (Gulig and Doyle, 1993) and has also been linked 
to host cell cytotoxicity  (Kurita et al., 2003; Libby et al., 2010). Virulence of  the pSLT plasmid was 
shown  to  be mostly  dependent  on  the  operon,  as  the  spv  genes  are  sufficient  to  induce  full  S. 
Typhimurium  virulence  in  mice  in  the  absence  of  the  plasmid  (Gulig  et  al,  1993).  The  operon 
comprises  the  genes  spvA,  B,  C  and  D  preceded  by  spvR, which  regulates  their  expression.  The 
functions  of  SpvA  and  SpvD  are  unknown  and  the  virulence  of  spv  has  been  shown  to  rely 
predominantly on  the action of SpvB and SpvC,  two proteins delivered  into host cells by  the SPI‐2 
T3SS  (Libby  et  al.,  2000; Matsui  et  al.,  2001; Mazurkiewicz  et  al.,  2008).  The  role  of  these  two 
proteins in host cells will be discussed below.  
 
1.5.3 Two‐component regulatory systems 
Two‐component  regulatory  systems  are  used  widely  by  bacteria  to  sense  and  respond  to 
environmental  signals  such  as  pH,  temperature  and  osmolarity.  They  typically  consist  of  a 
membrane‐bound sensor histidine kinase and a transcriptional activator (Prost and Miller, 2008).  
The PhoP/Q two‐component regulatory system is essential for the virulence of many Gram‐negative 
bacteria,  including Salmonella (Groisman et al., 1989; Miller et al., 1989). PhoP  is the sensor and  is 
found as a dimer in the bacterial inner membrane. In response to a specific external stimulation, the 
cytoplasmic  domain of  PhoP  autophosphorylates  and  subsequently  a phosphate  is  transferred  to 
PhoQ, which becomes able to bind DNA and thus regulate the expression of various genes. PhoP/Q 
regulates the expression of over 40 virulence genes:  these are either phoP‐activated (pag) or phoP‐
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repressed  (prg)  (Miller  and Mekalanos,  1990). Mutants  lacking  either  PhoP  or  PhoQ  are  highly 
attenuated  in  virulence  in mice  (Miller  et  al., 1989).  Survival  and  replication of  Salmonella  inside 
macrophages is dependent on the PhoP/Q system, which senses changes in antimicrobial peptides, 
pH and Mg2+ concentration  (Alpuche Aranda et al., 1992; Bader et al., 2005; Garcia Véscovi et al., 
1996; Groisman et al., 1989). Inside host cells Salmonella remains enclosed in a specialised vacuole, 
the Salmonella‐containing vacuole (SCV), whose lumen is characterised by an acidic pH and low Mg2+ 
concentrations  and  therefore  activates  the  PhoP/Q  response  (Sciara  et  al.,  2008).  The  PhoP/Q 
system  can  also  react  to  exposure  to  cationic  antimicrobial  peptides,  even  at  sub‐inhibitory 
concentrations  (Bader et al., 2005; Fields et al., 1989). PhoP can activate  the expression of genes 
involved in Mg2+ transport (Soncini et al., 1996) and LPS modification (Ernst et al., 2001), while other 
genes  are  instead  repressed by PhoP,  such  as  genes of  the  SPI‐1  (hilA)  and  flagella  (Bader et  al., 
2005). An additional two‐component regulatory system that greatly influences Salmonella virulence 
is the OmpR/EnvZ system. OmpR/EnvZ senses changes in osmolarity and pH (Bang et al., 2000) and 
was shown to affect the expression of SPI‐2 genes, via regulation of the SsrA/B system (Garmendia 
et al., 2003). Not surprisingly, ompR mutants are greatly attenuated in virulence in the mouse model 
(Dorman et al., 1989).  
 
1.5.4 Fimbriae 
Fimbriae are hair‐like structures  found at the surface of bacteria directing  initial contact with host 
cells.  This  is  usually  established  by  interaction  between  a minor  tip  subunit  of  the  fimbriae  and 
specific  receptors,  thereby  mediating  attachment  of  the  bacteria  to  the  exterior  of  the  cells 
(Humphries et al., 2001; van der Velden et al., 1998). The genome of Salmonella serovars typically 
includes  several  fimbrial gene  sequences. S. Typhimurium has a dozen  fimbrial operons,  including 
fim  (type  I  fimbriae), pef  (plasmid‐encoded  fimbriae) and  lpf  (long polar  fimbriae)  (Sabbagh et al., 
2010). Fimbriae play an important role in colonisation of the gut epithelium by allowing attachment 
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to the mucosal surfaces and invasion of epithelial cells (Bäumler et al., 1996b). There is evidence that 
fimbriae are also  involved  in  selection of  target  cell  type.  In S. Typhimurium  infection  lpf and pef 
determine tissue tropism towards the Peyer’s patches and the small  intestine  in mice, respectively 
(Bäumler et al., 1996a; Bäumler et al., 1996c). These two fimbrial operons are absent from S. Typhi. 
The unique repertoire of fimbrial adhesins specific to each serovar may explain to some extent the 
variations in host tropisms and colonisation phenotypes (Sabbagh et al., 2010). It is likely that some 
fimbriae have partly redundant  functions as  the combined  inactivation of several  fimbrial operons 
leads to a strong attenuation of virulence in mice, whereas individual mutations have a much more 
mild effect (van der Velden et al., 1998). The subunit FimH of type  I fimbriae was also reported to 
target  the  bacteria  for  uptake  by  dendritic  cells,  having  a  significant  impact  in  levels  of  SPI‐1‐
independent traversal of the epithelial barrier (Guo et al., 2007). 
 
1.5.5 Flagella 
Motility of the Salmonella species is dependent on the flagella. In S. Typhimurium the major subunit 
of flagella (flagellin, also referred to as the H antigen) is encoded by either fliB or fliC and expression 
is  regulated  by  phase  variation  (Silverman  and  Simon,  1980).  The  role  of  the  flagella  in  S. 
Typhimurium virulence is not entirely clear: despite suggestions that flagella contribute to intestinal 
invasion and demonstrations of  its virulence effect  in the calf  ileal‐loop model, no significant effect 
was detected in the mouse model (Schmitt et al., 2001). Several mutants of flagellar components or 
regulatory elements were  tested  in  vivo and all  retained  full  virulence  (Schmitt et al., 2001).  It  is 
known,  however,  that  flagellin  is  detected  by  TLR‐5  which  induces  inflammation  in  the  gut 
epithelium (Gewirtz et al., 2001). Moreover, flagellin also raises a strong TLR‐5‐independent  innate 
immune  response  characterised  by  activation  of  the  inflammasome  (caspase‐1  activation  and 
secretion of IL‐1β) (Miao et al., 2006; Zhao et al., 2011). Interestingly, translocation of flagellin  into 
host macrophages  in a SPI‐1‐dependent manner has been demonstrated  (Sun et al., 2007).  It has 
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been speculated it is in fact small amounts of flagellin being ‘leaked’ by the SPI‐1 T3SS and that host 
innate  immunity  has  evolved  to  create  a  robust  immune  response  against  this  highly  conserved 
bacterial protein (Miao et al., 2006).   
 
1.5.6 Type three secretion systems of Salmonella 
T3SSs are multi‐protein organelles that span the bacterial cell envelope and deliver effector proteins 
into host cells via a needle‐like structure and an associated translocon pore that is formed in a target 
host membrane (Cornelis, 2010). Often called ‘molecular syringes’, these are a widespread virulence 
machinery  in  Gram‐negative  bacteria,  including  human  pathogenic  species  of  E.  coli,  Yersinia, 
Shigella, Pseudomonas  and Chlamydia. T3SSs  comprise  a  complex  secretion  apparatus of over 20 
proteins sharing homology with the flagella, which suggests evolution from a common ancestor. The 
structure  of  the  apparatus  typically  involves  a  basal  body  that  spans  both  the  inner  and  outer 
bacterial membranes,  a hollow needle  complex  starting  at  the membrane  surface  that protrudes 
from the bacteria and an inner rod to connect the needle to the base (Galan and Wolf‐Watz, 2006). 
To allow delivery of proteins into eukaryotic cells a pore is formed by secreted ‘translocon’ proteins 
at  the  host  cell  membrane.  This  is  followed  by  translocation  of  ‘effectors’,  which  are  proteins 
injected  into  the  host  cytosol  and  membranes  to  interfere  with  normal  cell  functioning.  An 
adenosine triphosphate  (ATPase) promotes the recruitment and unfolding of substrates and drives 
their secretion. A unique feature of Salmonella enterica  is that  it encodes two T3SSs, the SPI‐1 and 
SPI‐2 T3SSs, with very distinct functions (Galan and Curtiss, 1989; Hensel et al., 1998).  
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1.6  INTERACTIONS BETWEEN SALMONELLA AND HOST CELLS 
 
1.6.1 SPI‐1‐dependent invasion of host cells 
Genes of the SPI‐1 T3SS are located within centisome 63 of the S. Typhimurium genome (Mills et al., 
1995) and are activated  in  response  to  signals  sensed by bacteria  in  the  intestine of  the  infected 
host. The T3SS becomes active upon contact with epithelial cells, translocating at least 15 effectors 
across  the host  cell plasma membrane. The SPI‐1 T3SS  is essential  for  invasion of non‐phagocytic 
cells and mutants  lacking a SPI‐1 T3SS are partially attenuated  in the mouse model (Bäumler et al., 
1997).  This partial  capacity of  the bacteria  to  cause  systemic disease  is  a  result of other  existing 
pathways for dissemination to the  liver and spleen,  including uptake by dendritic cells (Rescigno et 
al.,  2001;  Vazquez‐Torres  et  al.,  1999).  The  role  of  SPI‐1  is mainly  in  invasion  of  the  intestinal 
epithelium and does not affect the development of systemic disease, as shown by the full virulence 
of SPI‐1 null mutants in mice upon intraperitoneal inoculation (Galan and Curtiss, 1989). Despite this, 
the SPI‐1 appears to contribute to intracellular replication and biogenesis of the SCV in macrophages 
and dendritic cells in vitro (Silva‐Herzog and Detweiler, 2010; Steele‐Mortimer et al., 2002).  
Bacterial internalisation is mediated by several effectors of the SPI‐1 T3SS (SopE, SopE2, SopB, SipA, 
SipC  and  SptP)  that  stimulate  the  assembly  of  actin  filaments, whose  extension  causes  localised 
membrane ruffling and bacterial invasion (Patel and Galán, 2005). The effectors SopE and SopE2 act 
as  guanine nucleotide exchange  factors  (GEFs)  to  activate  the host Rho GTPases Cdc42  and Rac1 
(Bakshi  et  al.,  2000;  Friebel  et  al.,  2001;  Hardt  et  al.,  1998).  SopB,  on  the  other  hand,  has 
phosphoinositol phosphatase activity and activates a SH3‐containing guanine nucleotide exchange 
factor  (SGEF)  that  in  turn  activates  RhoG  (Norris  et  al.,  1998;  Patel  and Galán,  2006).  A mutant 
lacking  these  three effectors  is unable  to  invade host  cells  (Zhou et  al., 2001). Activation of host 
GTPases triggers a complex signalling cascade leading to actin cytoskeleton rearrangements and pro‐
inflammatory  responses.  It  involves  the  sequential  activation  of  proteins  of  the Wiskott‐Aldrich 
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Syndrome protein (WASP) family, recruitment of the actin‐related protein‐2/3 (Arp2/3) complex and 
stimulation  of  actin  polymerisation  (Unsworth  et  al.,  2004).  Another  two  effectors  contribute  to 
actin polymerisation by engaging directly with actin: SipC and SipA. SipC is a translocon component 
of  the  T3SS  that  inserts  into  the  host  plasma membrane  during  infection  (Scherer  et  al.,  2000), 
where it can nucleate globular actin (G‐actin) to highly ordered filamentous actin (F‐actin), as well as 
bundle  F‐actin  (Hayward  and  Koronakis,  1999).  SipA  reduces  the  critical  concentration  of  actin 
needed for polymerisation and  it also potentiates the nucleating activity of SipC by stabilising actin 
filaments  (McGhie et al., 2001). Finally, the effector SopB, with the collaboration of SopD,  induces 
membrane  fission and macropinocytosis,  closing  the membrane around  the bacteria  (Bakowski et 
al., 2007).  
SPI‐1 T3SS effectors also trigger acute intestinal inflammation typical of gastroenteritis (Bruno et al., 
2009; Galyov et al., 1997;  Lee et al., 2000). Following activation of RhoGTPases, SopE, SopE2 and 
SopB activate mitogen‐activated protein kinase (MAPK) pathways, leading to the production of pro‐
inflammatory cytokines such as  IL‐8 and the recruitment of polymorphonuclear  leukocytes  (PMNs)  
(Bruno et al., 2009). Another  two effectors shown  to  induce  the  release of chemokines and cause 
neutrophil transmigration are SipA and SopA (Lee et al., 2000; Zhang et al., 2006). Moreover, SopB 
can  also  induce  chloride  and  fluid  secretion,  which  contributes  to  the  diarrhoeal  symptoms 
associated with enteric disease  (Galyov et al., 1997), and  the  concerted action of a  few effectors 
(SopB,  SopE,  SopE2  and  SipA)  also  causes  disruption  of  the  tight  junctions  of  the  intestinal 
epithelium (Boyle et al., 2006).   
This inflammatory response is exacerbated by SPI‐1‐dependent induction of macrophage cell death. 
SipB  is  a  translocon  component  that  acts  within  host  cells,  activating  a  rapid  cell  death  in 
macrophages and dendritic cells (Hersh et al., 1999; van der Velden et al., 2003). This process of cell 
death,  termed  pyroptosis,  is  caspase‐1‐dependent  and  involves  the  activation  of  the  pro‐
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inflammatory  cytokines  IL‐Iβ  and  IL‐18  (Fink  and  Cookson,  2007).  However,  SipB  has  also  been 
reported to cause caspase‐1‐independent apoptosis in macrophages (Hernandez et al., 2003). 
However,  Salmonella  has  also  evolved  a  number  of  mechanisms  to  dampen  the  inflammatory 
responses  it  triggers. SptP  is a multi‐functional effector  that plays a key  role  in  counteracting  the 
initial  effects  of  Salmonella  infection  in  host  cells.  SptP  can  reverse  the  cytoskeletal  remodelling 
induced  by  the  bacteria  upon  entry  through  its  GTPase  activating  protein  (GAP)  activity,  which 
inactivates  Cdc42  and  Rac1  (Fu  and  Galan,  1999).  Furthermore,  SptP  also  contains  a  tyrosine 
phosphatase domain which  is  able  to downregulate MAPK‐mediated  signalling,  thereby  opposing 
the  inflammatory responses elicited by SopB, SopE and SopE2    (Lin et al., 2003).  In addition, SptP, 
with  the help of  SspH1, was  shown  to downmodulate  the production of  IL‐8  (Haraga  and Miller, 
2003). AvrA is another effector reported to suppress SPI‐1‐induced cellular responses by blocking the 
activation  of  MAPK.  This  is  mediated  by  the  acetyltransferase  activity  of  AvrA,  consequently 
inhibiting apoptosis (Du and Galán, 2009; Jones et al., 2008). Moreover, SopB has also been shown 
to  inhibit  host  cell  apoptosis  (Knodler  et  al.,  2005b).  These mechanisms  to  reduce  inflammatory 
responses might be an important factor towards establishing a long‐lasting intestinal colonisation.   
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Fig  1.3  Function  of  effectors  of  the  SPI‐1  T3SS.  The  effectors  SopB,  SopE,  SopE2,  SipA  and  SipC 
trigger actin cytoskeleton rearrangements, leading to ruffling of the host cell membrane and uptake 
of the bacteria. SopB, SopE and SopE2 also activate MAPK pathways, leading to IL‐8 production and 
PMN  recruitment.  Several  effectors  disrupt  tight  junctions  and  SopA  and  SipA  cause  PMN 
transmigration.  SopB  also  stimulates  chloride  secretion,  contributing  further  to  the  diarrhoeal 
symptoms.  SptP  reverses  the  cytoskeletal  remodelling  induced  by  the  bacteria  and  dampens 
inflammatory  responses. SipB  triggers macrophage apoptosis, although  this process  is  inhibited by 
AvrA. Adapted from Haraga et al (2008). 
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1.6.2 SPI‐2‐dependent intracellular activities 
The SPI‐2 T3SS functions by translocating effectors across the membrane of the SCV in infected host 
cells, such as epithelial cells and macrophages. Genes of  the SPI‐2 are clustered  in a 40 kb  region 
between centisomes 30 and 31 of  the S. Typhimurium chromosome  (Shea et al., 1996). SPI‐2 was 
initially  identified  by  a  signature‐tagged  mutagenesis  (STM)  screen  of  S.  Typhimurium  genes 
contributing  to  systemic  growth  of  S.  Typhimurium  in  the mouse  (Hensel  et  al.,  1995),  as  SPI‐2 
mutants  are  severely  attenuated  in  virulence  in mice.  SPI‐2  is  required  for  intracellular  bacterial 
replication to occur and therefore  is essential for the development of systemic disease  (Helaine et 
al., 2010; Ochman and Groisman, 1996). SPI‐2 mutants delivered by oral route are able to invade the 
Peyer’s  patches  but  they  do  not  reach  the mesenteric  lymph  nodes  (Cirillo  et  al.,  1998),  and  if 
inoculated intraperitoneally they do not colonise the liver or the spleen (Shea et al., 1996).   
Many  genes  of  SPI‐2  encode  structural  components  of  the  T3SS machinery  and  others  encode 
translocator or  chaperone proteins, as well as  the effector proteins SseF and SseG  (Hensel et al., 
1997).  SPI‐2  also  encodes  the  two‐component  regulatory  system  SsrA/B,  which  regulates  the 
expression of the SPI‐2 T3SS and most of its effector proteins. Subsequently, many additional genes 
for effectors of the SPI‐2 system have been identified outside the SPI‐2 locus (Miao and Miller, 2000; 
Miao et al., 1999; Worley et al., 2000) and approximately 30 different effectors are now thought to 
be delivered by S. Typhimurium.   
Following  invasion  or  phagocytic  uptake  into  host  cells,  the  SCV  gradually  matures  through 
interactions with the host endocytic pathway into a specialized compartment with some features of 
late  endosomes,  including  an  acidified  lumen  and  the  presence  of  lysosomal  membrane 
glycoproteins such as LAMP‐1 in the SCV membrane. However, the SCV is not enriched in lysosomal 
hydrolases (Garcia‐del Portillo and Finlay, 1995; Meresse et al., 1999; Rathman et al., 1997; Steele‐
Mortimer  et  al.,  1999),  and  is  therefore  considered  a  distinct  compartment  from  a  normal 
phagolysosome. Activation of  the SPI‐2 T3SS occurs  intracellularly,  following vacuolar acidification 
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(Cirillo et al., 1998). The low pH in the lumen of the SCV triggers assembly of the secretion apparatus 
and  secretion  of  needle  and  translocon  components  (Rappl  et  al.,  2003).  However,  secretion  of 
effector proteins under these conditions is minor. A recent study from our laboratory found that it is 
the  sensing  of  neutral  host  cytosolic  pH  by  intracellular  bacteria  that  induces  the  switch  from 
translocon protein  secretion  to effector  translocation  (Yu et al., 2010). This  switch  is mediated by 
three  SPI‐2‐encoded  proteins  (SsaL,  SsaM  and  SpiC)  forming  a  regulatory  complex  within  the 
bacterial  cell;  upon  exposure  to  a  neutral  pH  this  complex  dissociates,  allowing  translocation  of 
effectors (Yu et al., 2010). 
 
1.7  FUNCTIONS OF EFFECTORS OF THE SPI‐2 T3SS 
At  least  two  effector  genes  are  located  within  SPI‐2  but  the  majority  are  present  in  different 
locations on  the chromosome and virulence plasmid. Finding  the  full complement of effectors has 
been hampered by  the  lack of a universally conserved motif or other signature within their amino 
acid  sequences.  As  a  result,  several  different  approaches  have  been  used  to  identify  SPI‐2  T3SS 
effectors, with  different  degrees  of  success.  The  first  effectors  to  be  identified were  SspH1  and 
SspH2.  The  discovery  of  sspH1  came  from  sequencing  of  a  horizontally‐acquired  region  of 
chromosomal DNA. The similarity between SspH1 and the Shigella IpaH family of T3SS effectors led 
to  further  investigation  of  this  protein  and  evidence  for  SPI‐2  T3SS‐dependent  translocation was 
obtained  using  the  adenylate  cyclase  (CyaA)  fusion  protein  strategy  (Miao  et  al.,  1999;  Sory  and 
Cornelis, 1994). Moreover, the same study also found sspH2, from its sequence similarity to sspH1. 
Using  a  conserved N‐terminal  amino  acid  sequence  found  in  SspH1  and  SspH2,  other  SPI‐2  T3SS 
effectors were identified; these were either already known to be S. Typhimurium virulence proteins, 
such as SifA, or were uncharacterized  (Beuzón et al., 2000; Brumell et al., 2001; Miao and Miller, 
2000). This conserved sequence is required for secretion of these effectors, although the majority of 
SPI‐2  T3SS  effectors  have  since  been  shown  to  lack  this  region.  Nevertheless, most  SPI‐2  T3SS 
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effectors do require the SsrA/B two component system for their expression, even though their genes 
are  located outside SPI‐2.   Genetic screens exploiting this dependency  identified several additional 
effectors  (Rytkonen et al., 2007; Worley et al., 2000). A more  recent study  took advantage of  the 
phenotype of an ssaL mutant strain, which is de‐repressed for effector secretion (Yu et al., 2010), to 
identify  known  and new  effectors by mass  spectrometric  analysis of proteins  in bacterial  culture 
supernatants  (Niemann  et  al.,  2011).  Together,  these  and  other  approaches  have  identified 
approximately 30  effectors of  the  SPI‐2  T3SS.  In most  cases,  translocation by  the  SPI‐2  T3SS was 
confirmed  through  the  use  of  adenylate  cyclase  fusion  reporters  (Sory  and  Cornelis,  1994)  or  by 
immunofluorescence imaging of epitope‐tagged proteins. It is possible that other effectors exist but 
in  view  of  the  different  approaches  that  have  been  brought  to  bear  on  this  question,  there  are 
unlikely to be many more.  
 
1.7.1 Effectors that affect the vacuole membrane 
Salmonella‐induced  filaments  (Sifs),  are  lysosomal  glycoprotein‐containing  membrane  tubules 
induced by Salmonella  inside epithelial host cells, and which extend centrifugally  from SCVs along 
microtubules  (Garcia‐del  Portillo  et  al.,  1993).  The  gene  responsible  for  the  formation  of  these 
structures was discovered in 1996 and named sifA (Salmonella‐induced filament gene A) (Stein et al., 
1996). SifA was originally  implicated as a possible SPI‐2 T3SS effector by virtue of  its regulation by 
SsrA/B, functional link to SPI‐2 (Beuzón et al., 2000), and N‐terminal amino acid sequence similarity 
to other SPI‐2 effectors (Beuzón et al., 2000; Miao and Miller, 2000). In addition to a complete lack 
of Sif formation, the sifA mutant has another very interesting phenotype. Several hours after uptake 
by host cells, the vacuolar membrane surrounding these mutant bacteria is gradually lost, revealing 
that SifA has an essential function in maintaining the integrity of the Salmonella‐containing vacuole 
(Beuzón et al., 2000). As a result, sifA mutant bacteria are released into the cytosol of host cells. In 
macrophages,  cytosolic  bacteria  are  rapidly  killed  (Beuzon  et  al.,  2002), which  explains  the  very 
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strong attenuation of virulence of a sifA mutant in mice. However SPI‐2 T3SS null mutants, that fail 
to  translocate  SifA,  retain  an  intact  vacuolar membrane,  implying  that  other  SPI‐2  protein(s)  are 
involved  in  modifying  the  SCV  membrane  (Beuzón  et  al.,  2000).  At  least  three  different  SPI‐2 
effectors are now known  to be  involved  in  this activity  (Ruiz‐Albert et al., 2002; Schroeder et al., 
2010), and are discussed below.  
Following its translocation, SifA is anchored in the SCV membrane and Sifs through prenylation at a 
C‐terminal hexapeptide motif (Boucrot et al., 2003) by host cell geranylgeranyl transferase (Reinicke 
et al., 2005). A major breakthrough  in understanding the function of SifA was the discovery that  it 
interacts with a host protein called SKIP (SifA and kinesin‐interacting protein) (Boucrot et al., 2005). 
The  N‐terminal  region  of  SifA  binds  to  a  C‐terminal  pleckstrin  homology  (PH)  domain  of  SKIP 
(Diacovich et al., 2009; Jackson et al., 2008; Ohlson et al., 2008), while the N‐terminal region of SKIP 
contains a RUN domain that interacts with the tetratricopeptide repeat (TPR) domain of kinesin light 
chain  (Diacovich et al., 2009), a subunit of the kinesin motor that promotes anterograde transport 
on microtubules. Paradoxically, the SifA/SKIP  interaction seems to promote fission of vesicles from 
the  SCV  and  anterograde  transport of  kinesin‐1‐enriched  vesicles  (Dumont et  al., 2010). This  and 
other work indicates that SKIP is a linker protein that binds and possibly activates kinesin.  
 SifA also affects  two host GTPases:  it binds GDP‐bound RhoA  (Ohlson et al., 2008) and competes 
effectively with  the  endosomal  GTPase  Rab9  for  binding  to  SKIP,  thereby  acting  as  a  G‐protein 
antagonist (Jackson et al., 2008). Very strong recruitment of kinesin to the SCV membrane occurs in 
absence of SifA or SKIP (Boucrot et al., 2005). This is mediated by another SPI‐2 T3SS effector, PipB2 
(Henry et al., 2006).  
PipB2 was  discovered  on  the  basis  of  sequence  similarity  to  PipB.  Both  proteins  contain  several 
tandem pentapeptide repeats of unknown function in their C‐terminal regions (Knodler et al., 2003). 
PipB  is a SPI‐2 effector encoded by SPI‐5, a pathogenicity  island  that  contains other genes whose 
products are translocated by the  invasion‐associated SPI‐1 T3SS  (Knodler et al., 2002; Wood et al., 
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1998).  PipB  also  localizes  to  SCV membranes  and  Sifs  (Knodler  et  al.,  2003),  but  its  function  is 
currently unknown. On the other hand PipB2  interacts with kinesin  light chain (Henry et al., 2006), 
which is consistent with the observations that this effector is found not only on the SCV membrane 
and  Sifs,  but  on  vesicles  at  the  periphery  of  infected  cells  (Knodler  et  al.,  2003),  and  that 
overexpression of PipB2  results  in  the  redistribution of  late endosomal  compartments  to  the  cell 
periphery  (Knodler  and  Steele‐Mortimer,  2005).  A  functional  link  between  PipB2  and  SifA  was 
established by the discovery that PipB2 is necessary and sufficient for recruitment of kinesin‐1 onto 
vacuoles containing sifA mutant bacteria (Henry et al., 2006). Inhibition of kinesin activity prevented 
vacuolar membrane rupture around sifA mutant bacteria (Guignot et al., 2004) but surprisingly, the 
lack of PipB2 (and hence a failure to recruit kinesin to the SCV) did not rescue vacuolar membrane 
loss  in  a  pipB2/sifA  double mutant  strain  (Henry  et  al.,  2006). Hence  the mechanism  underlying 
vacuole membrane  rupture  is  still  unclear.  Possibly  some  residual  kinesin  action  on  the  SCV  is 
responsible  for  the  loss of  the vacuolar membrane  in  the double mutant. Nevertheless,  it  is clear 
that PipB2  is  involved  in kinesin‐driven SCV membrane dynamics, the radial extension of Sifs along 
microtubules (Knodler and Steele‐Mortimer, 2005), and that it contributes to the systemic phase of 
growth of S. Typhimurium in the mouse (Knodler et al., 2003).  
Another  effector  influencing  vacuolar membrane  dynamics  is  SseJ.  SseJ  contains  the  N‐terminal 
sequence conserved among several SPI‐2 T3SS effectors and its SPI‐2 T3SS‐dependent translocation 
into host cells was demonstrated using an adenylate cyclase fusion reporter (Miao and Miller, 2000). 
SseJ is absent from the genome of S. Typhi (Parkhill et al., 2001) but it contributes to virulence of S. 
Typhimurium in mice (Ruiz‐Albert et al., 2002). Intracellular vacuoles containing sseJ mutant bacteria 
appear to be morphologically normal, but when sseJ and sifA mutations were combined, the loss of 
vacuolar membrane around the double mutant strain was markedly reduced, indicating that loss of 
vacuolar membrane around sifA mutant bacteria requires the destabilizing action of SseJ (Ohlson et 
al., 2005; Ruiz‐Albert et al., 2002;  Schroeder et al., 2010). Moreover, deletion of  sseJ  leads  to an 
increased  number  of  Sifs  per  cell,  suggesting  that  SseJ  inhibits  Sif  formation  (Birmingham  et  al., 
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2005).  This  influence  of  SseJ  on  the  vacuolar  membrane  and  Sif  formation  indicates  that  SseJ 
attenuates or opposes the activity of SifA.  
SseJ  is  a  glycerophospholipid:cholesterol  acyltransferase  (GCAT)  that  esterifies  cholesterol  in 
infected  cells  (Lossi  et  al.,  2008;  Nawabi  et  al.,  2008).  Interestingly,  this  activity  is  strongly 
potentiated by a eukaryotic protein (Lossi et al., 2008), which was subsequently  identified as RhoA 
(Christen  et  al.,  2009).  In  S.  Typhimurium‐infected  cells,  a  large  proportion  of  the  total  cellular 
cholesterol is recruited to the SCV (Catron et al., 2002). The phospholipase A activity of SseJ (Lossi et 
al., 2008) is likely to act on SCV membrane phospholipids, with the GCAT transferring acyl chains to 
cholesterol. Host cells infected with wild‐type bacteria contain significantly more lipid droplets than 
cells  infected  with  an  sseJ  mutant  (Nawabi  et  al.,  2008).    Since  lipid  droplets  are  enriched  in 
esterified  cholesterol,  this  suggests  that  the  action  of  SseJ  causes  the  removal  of  esterified 
cholesterol  from  SCVs  to  lipid  droplets.  This  could  then  influence  the  anchoring  of  prenylated 
proteins such as SifA and Rab proteins to the SCV membrane, which in turn would have an effect on 
the recruitment of microtubule motors  to SCVs. Furthermore,  the rigidity of membranes  is greatly 
affected by  their cholesterol content. By depleting  the SCV of cholesterol, SseJ would  increase  its 
rigidity, which could also help explain the role of SseJ in rupture of the vacuole in a sifA mutant. The 
effect of SseJ could also be mediated by its deacylation activity on membrane phospholipids, as the 
curvature of membranes reflects  the composition of  their phospholipid bilayer. Finally, changes at 
the level of host cell signalling pathways could be initiated by an effect on lipid rafts or by generation 
of  lysophospholipid secondary messengers. The discovery  that RhoA both activates SseJ and binds 
SifA (Christen et al., 2009; Ohlson et al., 2008) provides a potential biochemical link between these 
two effectors and could point to the existence of a multi‐protein signalling complex comprising SifA, 
SKIP,  RhoA,  SseJ  and  possibly  other  effectors  such  as  PipB2  and  SopD2,  which  could  regulate 
stability, expansion and tubulation of the vacuolar membrane. 
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SopD2 was  identified  through  its  conserved N‐terminal  secretion  sequence  (Brumell et al., 2003). 
SopD2  localises  to  the  SCV membrane,  Sifs,  late  endosomes  and  lysosomes.  Deletion  of  sopD2 
interferes with  Sif  formation  at  an  intermediate  stage  and  has  therefore  been  suggested  to  be 
necessary for fusion of late endosomes, leading to Sif formation (Jiang et al., 2004). A sopD2 mutant 
is attenuated  for growth  in macrophages and virulence  in mice  (Jiang et al., 2004). As  for an  sseJ 
mutation,  deletion  of  sopD2  reduces  the  loss  of membrane  around  sifA mutant  bacteria, which 
implies  that  SopD2 has  an  important  function  in  vacuolar membrane dynamics  (Schroeder  et  al., 
2010).  Interestingly,  like  sseJ,  sopD2  is also a pseudogene  in S. Typhi  (Parkhill et al., 2001), which 
suggests  that  S.  Typhimurium  and  S.  Typhi  use  different  mechanisms  to  regulate  membrane 
dynamics on their respective vacuoles. 
These  phenotypes  and  biochemical  activities  of  SifA,  PipB2,  SseJ  and  SopD2  reveal  that  their 
apparently opposing actions actually work  together  to control vacuolar membrane dynamics. This 
maintains the  integrity of the vacuolar membrane and presumably allows  its controlled expansion, 
which must accompany bacterial cell division. It is also possible that by regulating vesicular fusion on 
the SCV these proteins ensure delivery of nutrients to the SCV  lumen, thereby facilitating bacterial 
replication. 
 
1.7.2 Effectors that affect SCV positioning 
In epithelial cells, maturation of SCVs is accompanied by their displacement towards the perinuclear 
region. This  centripetal movement occurs along microtubules  in  the direction of  the microtubule‐
organising  centre  (MTOC), where Golgi  stacks  accumulate  (Harrison  et  al.,  2004; Ramsden  et  al., 
2007).  SCV  movement  is  dependent  on  the  recruitment  of  dynein  to  the  SCV  via  a  Rab7‐RILP 
interaction  (Guignot  et  al.,  2004; Harrison  et  al.,  2004).  Close  apposition  between  SCVs  and  the 
Golgi/MTOC  seems  to  be  important  for  bacterial  replication  (Ramsden  et  al.,  2007;  Salcedo  and 
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Holden, 2003), possibly by enabling  interactions between SCVs and Golgi‐ or endosomal‐associated 
vesicular  traffic  (Mota et al., 2009; Salcedo and Holden, 2003). Bacterial  cell division  leads  to  the 
formation  of microcolonies  that  are  retained  in  the  Golgi/MTOC  region  (Ramsden  et  al.,  2007) 
through the action of three SPI‐2 T3SS effectors: SseF, SseG and SifA. Strains lacking any one of these 
effectors undergo  initial perinuclear migration and then scatter throughout the cell (Deiwick et al., 
2006; Ramsden et al., 2007; Salcedo and Holden, 2003). Centrifugal scattering of the sifA mutant can 
be explained by the accumulation of kinesin on their vacuolar membranes prior to rupture (Boucrot 
et al., 2005).  
SseF and SseG are encoded by genes within SPI‐2  (Hensel et al., 1998) and were among  the  first 
proteins  suggested  to be  effectors of  the  SPI‐2  T3SS  (Hensel  et  al., 1998).  Later,  translocation of 
epitope‐tagged  versions  of  SseF  and  SseG  into macrophages  confirmed  their  dependence  on  an 
intact  SPI‐2  T3SS  (Hansen‐Wester  et  al.,  2002).  sseF  and  sseG  single mutant  strains  have  similar 
levels of growth defect in macrophages and virulence attenuation in mice (Hensel et al., 1998; Kuhle 
and Hensel, 2002), but an sseF/sseG double mutant is not more attenuated than either single mutant 
(Deiwick et al., 2006). The  similar phenotypes of  single mutant  strains and  the  lack of an additive 
effect on virulence attenuation  in  the double mutant strain supports  the hypothesis  that SseF and 
SseG contribute to the same function. SseF and SseG are unusual effectors in that they are integral 
membrane proteins  (Kuhle  and Hensel, 2002)  and  interact  (Deiwick  et  al., 2006).  They were  also 
shown  to  be  involved  in  Sif  formation  (Kuhle  and  Hensel,  2002)  and  to  co‐localise  with  the 
microtubule network, leading to the creation of microtubule bundles (Kuhle et al., 2004). 
There are currently two models to explain how SseF and SseG could control the positioning of SCVs 
inside cells. The first is based on opposing activities of the microtubule motors kinesin and dynein. In 
this scenario, recruitment of kinesin (driving centrifugal movement) is modulated by SifA and PipB2, 
while that of dynein (driving centripetal movement)  is controlled by SseF and SseG. The balance of 
these activities  is normally  in  favour of SseF and SseG, which  results  in perinuclear positioning of 
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SCVs. In support of this model, kinesin accumulates around vacuoles enclosing sifA mutant bacteria 
prior to their rupture  (Boucrot et al., 2005) and dynein recruitment to SCVs  is reduced  in sseF and 
sseG mutants  (Abrahams et al., 2006). Another possibility  is a Golgi‐tethering model,  in which  the 
complex  formed  by  SseF  and  SseG,  anchored  in  SCV  membranes,  interacts  stably  with  Golgi‐
associated molecules  to  retain SCVs  in  that  region of  the cell. This model  is based on  live  imaging 
observations  (Ramsden  et  al.,  2007)  and  the  fact  that  treatment of  cells with Brefeldin A  (which 
disassembles the Golgi complex) mimics the sseF and sseG positioning phenotype (Ramsden et al., 
2007).  However, to date no Golgi‐associated protein has been shown to interact with SseF or SseG.  
The  positioning  of  Salmonella microcolonies  at  the MTOC/Golgi  region  could  have  an  important 
physiological  significance by enabling  the acquisition of nutrients and membrane.  Indeed a  SPI‐2‐
dependent redirection of post‐Golgi traffic towards the SCV has been observed (Kuhle et al., 2006) 
and  the secretory carrier membrane protein  (SCAMP)  ‐3, which mainly  localizes  to  the  trans‐Golgi 
network  (TGN)  in uninfected  cells  (Castle and Castle, 2005),  is  redistributed  to  the SPI‐2 effector‐
induced tubular network emanating from SCVs (Mota et al., 2009). This establishes that Sifs contain 
both endosomal and secretory pathway‐derived molecules, and  that SCVs  interact with post‐Golgi 
trafficking pathways (Mota et al., 2009).  
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Fig 1.4 Function of effectors of the SPI‐2 T3SS. The SPI‐2 T3SS functions mainly  in maintenance of 
the Salmonella‐containing vacuole (through the action of the effectors SifA, SopD2, SseJ and PipB2) 
and  its  localisation  near  the Golgi  of  host  cells, mediated  by  SseF  and  SseG. Other  effectors  are 
involved  in  modulation  of  host  immune  signalling  (SpvC,  SspH1  and  SseL)  or  target  the  host 
cytoskeleton (SteC, SpvB and SspH2). Migration of infected cells is altered by SrfH.  
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1.7.3 Effectors involved in ubiquitin modification 
The post‐translational reversible modification of eukaryotic proteins by covalent linkage of ubiquitin 
to  lysine  residues  or  to  itself  (to  form  poly‐ubiquitin  chains)  regulates  many  important  cellular 
processes  (Fang  and  Weissman,  2004;  Pickart  and  Eddins,  2004).  Ubiquitination  occurs  via  the 
sequential action of three enzymes: a ubiquitin activating enzyme (E1), a conjugating enzyme (E2), 
and a ligase (E3). While the numbers of E1 and E2 enzymes are relatively few, many E3 ligases exist 
which provide substrate specificity to the process. Ubiquitination can be reversed by the action of 
different deubiquitinases. Ubiquitin is not found in proteobacteria but several important pathogens, 
including  S.  enterica,  have  evolved  both  E3  ligase  and  deubiquitinating  activity  (Steele‐Mortimer, 
2011). These effectors are translocated via the SPI‐1 and/or SPI‐2 T3SSs and interfere with ubiquitin 
signaling in host cells.  
Three S. enterica proteins have been discovered with E3 ligase activity: SspH1, SspH2 and SlrP. SspH1 
and SspH2 share 69%  identity at the amino acid  level (Miao et al., 1999) and both contain  leucine‐
rich repeats (LRR), which are domains implicated in protein‐protein binding (Kobe and Kajava, 2001). 
SlrP also  contains  LRRs and was discovered  through a  signature  tagged mutagenesis  screen  for S. 
Typhimurium genes involved in virulence in mice and calves (Tsolis et al., 1999b). SlrP was linked to 
the SPI‐2 T3SS on the basis of similarity to SspH1 and SspH2 and is required for growth within murine 
but not bovine hosts (Tsolis et al., 1999b). The three proteins were shown to be effectors of the SPI‐
2 T3SS  through  the use of adenylate cyclase  fusion  reporters  (Miao and Miller, 2000; Miao et al., 
1999). However, SspH1 and SlrP can be translocated by both the SPI‐2 and the SPI‐1 T3SSs. Similar 
LRRs  are  also present  in  some other  type  III  effectors,  including  Shigella  IpaH  and Yersinia YopM 
(Tsolis et al., 1999b).  
An important breakthrough on these proteins was the discovery by Rohde et al (Rohde et al., 2007) 
that  IpaH  and  SspH1  have  ubiquitin  ligase  activity.  These  proteins  have  no  primary  amino  acid 
sequence similarity to eukaryotic counterparts, and the crystal structures of IpaH (Singer et al., 2008; 
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Zhu et al., 2008) and SspH2 (Quezada et al., 2009) reveal that they constitute a different class of E3 
ligase, containing a unique fold at the C‐terminal region enclosing the catalytic site. Another unusual 
feature of these ligases is an autoinhibitory mechanism of the LRR domain over the E3 ligase fold. In 
the case of SspH2, the LRR motif also mediates  localisation of the protein to the apical side of the 
host cell plasma membrane (Quezada et al., 2009). Taking into account their different localisations in 
the  cell  (nuclear  for  SspH1;  cytoplasmic  for  SlrP;  at  the  cell  periphery  for  SspH2)  and  temporal 
regulation (SPI‐1 or SPI‐2 T3SS delivery), these effectors seem  likely to affect host cell pathways  in 
different ways. Nonetheless, each appears to have an impact on bacterial virulence. An slrP mutant 
is attenuated in mouse virulence (Tsolis et al., 1999b) and an sspH1, sspH2 double mutant results in 
less mortality in calves (Miao et al., 1999). 
Two lines of evidence indicate that SspH1 interferes with host cell inflammatory responses. Infection 
of  epithelial  cells  with  an  sspH1  mutant  strain  resulted  in  increased  secretion  of  the  pro‐
inflammatory cytokine  IL‐8, compared  to  the wild‐type strain  (Haraga and Miller, 2003). Secondly, 
transfection‐based  expression  of  SspH1  in  host  cells  caused  an  inhibition  of  NF‐κB  pathway‐
dependent  gene  expression  (Haraga  and  Miller,  2003).  A  subsequent  yeast  two‐hybrid  screen 
identified  the human  serine/threonine protein kinase 1  (PKN1) as an  interacting  target  for SspH1, 
and this interaction was confirmed by co‐immunoprecipitation of endogenous PKN1 in infected HeLa 
cells  (Haraga  and Miller,  2006).  The  interaction  is mediated  by  the  LRR  domain  of  SspH1  and  is 
necessary for inhibition of NF‐κB activation by SspH1 (Haraga and Miller, 2006). Interestingly, PKN1 
has been reported to be involved in the TNFα‐induced NF‐κB signaling pathway (Gotoh et al., 2004). 
SspH1 has E3 ubiquitin  ligase activity on PNK1  (Rohde et al., 2007), but  the  relationship between 
ubiquitination of PKN1 and its possible effect on NF‐κB activation remains to be established. 
Unlike SspH1, SspH2 and SlrP do not appear  to  influence activation of  the NF‐κB pathway  (Haraga 
and Miller, 2003).  SspH2 was  instead  found  to  localise  to  the host  cell  actin  cytoskeleton  and  to 
function  in actin polymerisation  (Miao et al., 2003).  In vitro, SspH2  induces polymerisation of K48‐
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linked ubiquitin chains, which suggests that it targets proteins for proteasomal destruction (Levin et 
al., 2010). SspH2 targeting of host cytoskeleton is discussed further in section 1.7.4 of this chapter. 
SlrP  has  been  reported  to  interact with  the  small  redox  protein  thioredoxin  (Bernal‐Bayard  and 
Ramos‐Morales,  2009)  and  ERdj3  (Bernal‐Bayard  et  al.,  2010),  a  chaperone  of  the  Hsp40/DnaJ 
family.  These  two  potential  targets  were  identified  by  yeast  two‐hybrid  screening  and  co‐
immunoprecipitation  following  overexpression  in  host  cells.  SlrP  was  shown  to  ubiquitinate 
thioredoxin  in vitro  (Bernal‐Bayard and Ramos‐Morales, 2009). Thioredoxin  is  involved  in functions 
such  as  cell  proliferation,  survival  and  apoptosis.  In  HeLa  cells  infected  with  S.  Typhimurium, 
thioredoxin  activity  decreased  and  this  appeared  to  correlate with  increased  cell  death  (Bernal‐
Bayard  and  Ramos‐Morales,  2009).  However  slrP mutants were  not  used  to  determine  if  these 
phenotypes were  dependent  on  SlrP  or  its  E3  ligase  activity.  ERdj3  appears  to  be  located  in  the 
endoplasmic reticulum (ER) (Bernal‐Bayard et al., 2010). It was suggested that SlrP, despite its large 
distribution  in  the  cytoplasm, might  also  localize within  the  ER, where  it  could  interact with  the 
ERdj3. Although  this  interaction appeared  to be  independent of  the ubiquitination activity of SlrP, 
SlrP was  able  to  compete  for  binding with  ERdj3  substrates  in  vitro  (Bernal‐Bayard  et  al.,  2010). 
However, neither ERdj3 nor thioredoxin have been shown to interact with, or be modified by SlrP, in 
host cells infected with bacteria. Therefore, these findings should be interpreted with caution, given 
the  frequency with which  yeast  two  hybrid  screens  generate  false  positives  and  because  these 
conclusions were based on experiments  involving overexpression of proteins following transfection 
and in vitro assays.   
In addition  to  three ubiquitin E3  ligases,  the SPI‐2 T3SS  translocates a protein with deubiquitinase 
activity. SseL was discovered as a SPI‐2 T3SS effector on the basis of screens for genes regulated by 
SsrA/B (Coombes et al., 2007; Rytkonen et al., 2007).   Purified SseL cleaved ubiquitin substrates  in 
vitro with a clear preference  for K63‐linked chains over K48  linkages, which  suggests  that  it  is not 
involved  in protecting proteins  from proteasomal degradation  (Rytkonen et al., 2007).  Infection of 
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epithelial  cells and macrophages with an  sseL mutant  strain  led  to  the accumulation of ubiquitin‐
modified proteins,  indicating  that SseL  functions as a deubiquitinase  in  infected cells  (Rytkonen et 
al., 2007). However, in that study SseL did not appear to influence cytokine production or interfere 
with activation or degradation of IκBα upon  infection of macrophages. A strain  lacking sseL did not 
display  an  intracellular  replication  defect  but  was  defective  for  a  SPI‐2‐dependent  late‐stage 
cytotoxic effect on macrophages and was attenuated for virulence in the systemic phase of infection 
in mice (Rytkonen et al., 2007).  How the deubiquitinase activity of SseL leads to cytotoxicity remains 
to  be  established.  Subsequent  work  by  another  group  claimed  that  SseL  does  counteract  IκBα 
ubiquitination  and  suppresses  proinflammatory  cytokine  signaling  (Le  Negrate  et  al.,  2008),  so 
further work is required to resolve this controversy.  
AvrA  is  an  effector  of  the  SPI‐1  T3SS  (Hardt  and  Galán,  1997),  originally  reported  to  have 
deubiquitinase activity (Ye et al., 2007). However subsequent work has shown that, like the Yersinia 
effector YopJ,  it  requires a host  cell  co‐factor  (inositol hexakisphosphate)  to become active as an 
acetyltransferase with specificity  for MAPK kinases, preventing  the activation of  the  JNK, and  to a 
lesser extent NF‐κB, pathways (Du and Galán, 2009; Jones et al., 2008; Mittal et al., 2010). The use of 
adenylate cyclase fusion reporters showed that AvrA might also be translocated via the SPI‐2 T3SS 
(Geddes  et  al.,  2005).  However,  this  has  not  so  far  been  confirmed  by  other  techniques  and 
Competitive Index experiments in mice suggest AvrA is not essential for long‐term systemic infection 
(Lawley et al., 2006).  
 
1.7.4 Effectors targeting the host cytoskeleton 
Several  SPI‐1 effectors  interact with host proteins  to  cause dramatic  rearrangements of  the actin 
cytoskeleton  (Patel  and  Galán,  2005).  The  resulting  membrane  ruffling  drives  bacterial  uptake. 
However, these changes are transient, and within a short period of time following bacterial uptake 
the cortical actin cytoskeleton resumes its normal morphology. Several hours later, S. Typhimurium 
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induces a different form of actin reorganization. As the bacteria begin to replicate, a dense F‐actin 
meshwork assembles in the vicinity of SCVs in several cell types, including epithelial cells, fibroblasts 
and macrophages (Méresse et al., 2001). This meshwork depends on the SPI‐2 T3SS (Méresse et al., 
2001) and SteC was subsequently identified as the effector mediating this phenomenon (Poh et al., 
2008). SteC was  first discovered  in an adenylate cyclase‐based  transposon screen  for  translocated 
effectors  (Geddes  et  al.,  2005).  It  is  a  kinase  with  weak  similarity  to  human  Raf‐1  and  other 
mammalian kinases (Poh et al., 2008). Its kinase activity  is necessary for actin meshwork formation 
and overexpression of SteC in host cells causes massive alterations to the actin cytoskeleton (Poh et 
al., 2008),  indicating that other SPI‐2 T3SS effectors are not required for gross actin reorganization. 
However, an steC mutant strain does not have an obvious virulence defect (Geddes et al., 2005; Poh 
et al., 2008) and its potential significance as an effector is currently unclear. 
The E3 ligase SspH2 and SrfH (also called SseI) (Miao and Miller, 2000; Worley et al., 2000) are two 
SPI‐2 T3SS effectors that localise to the SCV‐associated F‐actin meshwork (Miao et al., 2003). A yeast 
two‐hybrid  assay  identified  two  actin‐binding  proteins  (α‐filamin  and  profilin‐1)  as  interacting 
partners  for  SspH2, where  the N‐terminal  region of  SspH2 mediated binding  to  filamin and  its C‐
terminal  region  interacted with profilin  (Miao et al., 2003). As  SrfH  shares  a  virtually  identical N‐
terminal region to SspH2 (Miao and Miller, 2000),  its  interaction with filamin observed  in the same 
study was not surprising (Miao et al., 2003). However, while the binding between SspH2 and profilin 
was confirmed by GST pull‐down experiments, binding to filamin was not detected by this method 
(Miao  et  al.,  2003).  Profilin  enhances  actin  polymerisation  and  filamin  dimers  act  by  crosslinking 
actin filaments  in areas of active polymerisation (Winder and Ayscough, 2005). SspH2 and SrfH did 
not appear to contribute to the formation of the actin meshwork, but purified SspH2  inhibited the 
rate of actin polymerisation in vitro (Miao et al., 2003), which suggests that it might counteract the 
effects of SteC. 
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SrfH has since been reported to influence host cell migration, although in contradictory ways. Yeast 
two hybrid and over‐expression assays in mammalian cells revealed an interaction between SrfH and 
thyroid receptor‐interacting protein 6 (TRIP6) (Worley et al., 2006). TRIP6 is an adaptor protein that 
localizes to focal adhesion sites and along actin stress fibers, serving as a platform for recruitment of 
molecules involved in actin polymerization and cell motility, amongst other functions. SrfH enhanced 
the  ability  of  bacteria  to  induce  motility  of  RAW  264.7  macrophages  and  facilitated  bacterial 
spreading in the mouse model of systemic infection (Worley et al., 2006). However, although TRIP6 
was required for the effect of SrfH on cell motility, paradoxically TRIP6‐depleted cells carrying wild‐
type or srfH mutant bacteria migrated at  levels similar to TRIP6‐containing cells  infected with wild‐
type bacteria (Worley et al., 2006).  This effect of SrfH on cell migration was not replicated in a more 
recent  study  in which  SrfH was  shown  to  interfere with  the  direction  of movement  of  primary 
macrophages,  and  to  inhibit  the  overall  migration  of  both  macrophages  and  dendritic  cells 
(McLaughlin et al., 2009). This  inhibition was dependent on  IQGAP1, a  regulator of cell migration, 
which was shown  to  interact with SrfH both  in a GST‐pull down assay and when  the effector was 
translocated  from  intracellular  bacteria,  which  provides  strong  evidence  that  IQGAP1  is  the 
physiological target of SrfH (McLaughlin et al., 2009). Moreover, SrfH was shown to be required for 
long‐term  systemic  infection  in  mice  (Lawley  et  al.,  2006;  McLaughlin  et  al.,  2009)  and  SrfH‐
dependent inhibition of dendritic cell migration in vivo correlated with a decrease in CD4+ T cells in 
the spleen of infected mice (McLaughlin et al., 2009).  
A third effector that appears to interfere with the actin cytoskeleton is SpvB. This protein is encoded 
by  the  spv  operon  in  the  Salmonella  virulence  plasmid  (Krause  et  al.,  1992). While  this  operon 
(spvRABCD) has been known  for many years  to be  important  for S. Typhimurium virulence  in  the 
mouse (Gulig et al., 1993; Gulig and Doyle, 1993; Matsui et al., 2001; Rhen et al., 1989; Roudier et 
al.,  1992),  it  has  become  clear  only  recently  that  at  least  two  of  its  proteins  are  substrates  for 
Salmonella’s T3SSs. SpvB has been studied in some detail and appears to have at least two functional 
domains:  an N‐terminal  region  that might  function  as  a  toxin  and  a  C‐terminal  region with  ADP 
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ribosylating activity on actin, which inhibits actin polymerisation (Lesnick et al., 2001; Tezcan‐Merdol 
et al., 2005; Tezcan‐Merdol et al., 2001). SpvB causes cytotoxicity of macrophages, and although SPI‐
2 T3SS‐dependent translocation of SpvB has not yet been demonstrated, this process was also found 
to  be  dependent  on  the  SPI‐2  T3SS  (Browne  et  al.,  2008;  Browne  et  al.,  2002).  Interestingly,  a 
Salmonella  spvB  mutant  caused  increased  actin meshwork  formation  in  HeLa  cells  (Miao  et  al., 
2003), suggesting that the target of SpvB might be the F‐actin meshwork formed as a result of the 
action of  SteC.  Furthermore,  another  link between  SPI‐2  and  SpvB  comes  from work  studying  P‐
bodies, which are RNA/protein aggregates involved in post‐transcriptional regulation. In Salmonella‐
infected  cells,  the  SPI‐2  T3SS  and  SpvB were  both  found  to  be  required  for  P‐body  disassembly 
(Eulalio et al., 2011).  
 
1.7.5 Effectors involved in immune signalling 
SpvC is also encoded by the spv operon (Krause et al., 1992). Its secretion from Salmonella requires 
either the SPI‐1 or SPI‐2 T3SSs, depending on conditions in which bacteria are grown (Mazurkiewicz 
et  al.,  2008).  However,  SPI‐2  T3SS‐dependent  translocation  of  SpvC  into macrophages was  only 
detected when its degradation was prevented by use of a proteosome inhibitor, which suggests that 
it  is  produced  in  relatively  small  quantities.  SpvC  is  a  member  of  a  family  of  effectors  having 
phosphothreonine  lyase  activity  on  MAPKs  (Li  et  al.,  2007;  Mazurkiewicz  et  al.,  2008).  These 
enzymes use  a process of phosphate  removal which  is  irreversible,  and  are  therefore potentially 
extremely powerful. This might provide an explanation for the apparently low amounts of SpvC that 
are translocated into host cells. In the same study, SpvC was shown to be active on MAP kinases ERK 
and  JNK and over‐expression of SpvC downregulated  the  release of TNF‐ and  IL‐8  from  infected 
macrophages (Mazurkiewicz et al., 2008).  
53 
 
It  is very  likely that more SPI‐2 effectors  interfere with  immune signaling. For example,  it has been 
shown  that  infection of antigen‐presenting cells by S. Typhimurium  leads  to poly‐ubiquitination of 
MHC class II (MHC‐II) molecules, resulting in removal of mature, peptide loaded molecules from the 
cell surface. Although this process requires the SPI‐2 T3SS, the specific effector(s) responsible have 
yet to be identified (Lapaque et al., 2009).  
 
1.7.6 Other effectors of the SPI‐2 T3SS  
Several other proteins have been implicated as being SPI‐2 T3SS effectors. These include SifB, PipB, 
GogB, SseK1, SseK2, SseK3, GtgE, GtgA, SpvD, SteA, SteB, SteD, SteE and CigR. The  functions of all 
these  effectors  and  their  physiological  contributions  to  Salmonella  virulence  remain  to  be 
established. 
Like  SspH1  and  some  other  effectors  mentioned  above,  SifB  was  identified  by  its  conserved, 
translocation‐specific N‐terminal sequence (Miao and Miller, 2000). It was named after its similarity 
to  SifA,  as  they  share  30%  identity  over  the  length  of  the  protein,  and  SifB  was  shown  to  be 
translocated  into host cells via the SPI‐2 T3SS (Miao and Miller, 2000). SifB localises to the SCV and 
Sifs  (Freeman  et  al.,  2003),  although  its  potential  function  is  unknown  and  a  strain  lacking  sifB 
displayed the same virulence as a wild‐type strain in mice (Ruiz‐Albert et al., 2002). 
PipB  is  encoded  by  SPI‐5,  a  pathogenicity  island  that  contains  other  genes whose  products  are 
translocated  by  the  SPI‐1  T3SS  (Knodler  et  al.,  2002; Wood  et  al.,  1998). However,  unlike  those 
proteins, PipB  is  secreted via  the SPI‐2 T3SS  (Knodler et al., 2002). PipB  shares 29%  identity with 
PipB2  and,  like  PipB2,  localizes  to  SCV membranes  and  Sifs  (Knodler  et  al.,  2002;  Knodler  et  al., 
2003). However, the  function of PipB  in host cells has still not been discovered and PipB does not 
appear to be involved in the development of systemic disease in mice (Knodler et al., 2003). 
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GogB  is encoded by  the gifsy‐1 bacteriophage and  localises  to  the cytoplasm of  infected cells  in a 
SPI‐2  T3SS‐dependent  manner,  as  was  shown  by Western  blotting  (Coombes  et  al.,  2005).  The 
protein has a partial LRR domain  in  its N‐terminal region (Coombes et al., 2005) and  its C‐terminal 
domain resembles the effector EspK of Enterohaemorrhagic Escherichia coli (EHEC) (Coombes et al., 
2005; Vlisidou et al., 2006).  
SteA and SteB were, like SteC, identified in a screen based on transposon mutagenesis coupled with 
the  adenylate  cyclase  fusion  method  (Geddes  et  al.,  2005).  Both  proteins  were  shown  to  be 
translocated by the SPI‐1 and the SPI‐2 T3SSs and SteA localised to the trans Golgi network (TGN) in 
transfected epithelial cells (Geddes et al., 2005). In the same study, an steA mutant strain was found 
to be significantly attenuated in colonisation of mice spleens compared to a wild‐type strain (Geddes 
et al., 2005). However, no functional studies on SteA or SteB have been reported to date. 
SseK1 and SseK2 were identified due to their similarity to the Escherichia coli effector NleB and their 
translocation via the SPI‐2 T3SS was shown using the adenylate cyclase reporter system (Kujat Choy 
et al., 2004). Recently a third effector encoded on the Salmonella phage ST64B, named SseK3, was 
also  shown  to be  translocated by  the SPI‐2 T3SS by  immunoblotting of  fractionated  infected  cells 
(Brown et al., 2011). The three effectors show remarkable similarity at the amino acid level, though 
so far their functions are unidentified. Interestingly, NleB has been shown to contribute to inhibition 
of NF‐κB activation in epithelial cells infected with EHEC (Newton et al., 2010). Strains lacking sseK1 
and sseK2 or all three SseK family members were strongly attenuated for virulence in mice (Brown et 
al., 2011). 
Another group of effectors was  identified recently  in a proteomic study of secreted proteins of an 
ssaL mutant strain, which  is derepressed for effector secretion under conditions of SPI‐2 activation 
(Niemann et al., 2011; Yu et al., 2010). Secreted proteins were analysed by mass spectrometry and 
six previously unidentified effectors of the SPI‐2 T3SS were detected, namely CigR, GtgA, GtgE, SpvD, 
SteD  and  SteE  (Niemann  et  al.,  2011).  Translocation  of  all  these  proteins  by  the  SPI‐2  T3SS was 
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confirmed  by  the  adenylate  cyclase  method  and  GtgE,  SpvD  and  SteE  were  also  found  to  be 
translocated by the SPI‐1 T3SS (Niemann et al., 2011). Moreover, mutant strains lacking gtgE, spvD, 
steD or steE were significantly attenuated for virulence in mice (Niemann et al, 2010). 
  
1.8  AIM OF THE PROJECT 
This PhD work focuses broadly on the study of effectors of the S. Typhimurium SPI‐2 T3SS and can be 
divided in four objectives: 
 To  functionally characterise SrfJ, a putative effector of  the SPI‐2 T3SS which had not been 
studied in detail before. 
 To  undertake  a  comprehensive  study  of  the  contribution  of  all  SPI‐2  T3SS  effectors  to 
replication of S. Typhimurium in macrophages. 
 To combine mutations in selected effector genes to create a poly‐effector mutant strain with 
a highly attenuated virulence phenotype. 
 To assess  the  suitability of a poly‐effector mutant  strain as a vector  for  translocation of a 
heterologous antigen from Salmonella to host cells, as a potential vaccine carrier.  
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CHAPTER 2 – Materials and Methods 
 
2.1  MATERIALS 
 
2.1.1 Bacterial strains and plasmids 
The bacterial strains and plasmids used in this study are listed in Tables 2.1 and 2.2, respectively. The 
ΔsifA/sopD2 and ΔsifA/pipB2/sopD2 strains were a gift from Dr. S. Méresse (CIML, Marseille, France). 
The vector pWSK129 was kindly provided by Prof. S. Kushner (University of Georgia, Georgia, USA). 
 
2.1.2 Bacterial growth conditions 
S.  Typhimurium  and  E.  coli  strains  were  routinely  grown  in  Luria‐Bertani  (LB)  broth  or  agar 
(Sambrook and Russell, 2001). Bacterial strains carrying the plasmids pDiGc or pFCcGi were grown in 
magnesium minimal medium (Mg‐MES) containing 170 mM 2‐[N‐morpholinol]ethane‐sulphonic acid 
(MES) at pH 5.0, 5 mM KCl, 7.5 mM (NH4)2SO4, 0.5 mM K2SO4, 1 mM KH2PO4, 10 mM MgCl2, 38 mM 
glycerol  and  0.1  %  casamino  acids  (Beuzón  et  al.,  1999)  supplemented  with  0.2%  L‐arabinose. 
Electroporated  bacteria were  recovered  in  SOC medium  containing  20  g/L  bacto‐tryptone,  5  g/L 
yeast extract, 0.5 g/L NaCl, 2.5 mM KCl, 10 mM MgCl2 and 20 mM glucose (Sambrook and Russell, 
2001).  When  appropriate,  growth  medium  was  supplemented  with  antibiotics  at  the  following 
concentrations: carbenicillin (Carb; 50 µg / ml), kanamycin (Km; 50 µg / ml) or chloramphenicol (Cm; 
35 µg  / ml) where appropriate. 0.2%  L‐arabinose was used  to  induce expression  from pKD46 and 
pCP20. Bacteria in liquid culture were routinely grown at 37 oC in a shaking incubator at 200 rpm and 
agar  plates were  incubated  at  37oC.  Bacteria  harbouring  temperature‐sensitive  plasmids  (pDK46, 
pCP20) were instead grown at 30 oC for plasmid retention and at 42 oC for plasmid curing.   
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Name  Description Source or Reference
E. coli strains 
E. coli DH5α  E. coli DH5α Invitrogen 
E. coli pKD46  E. coli BW25113 pKD46 (Amp) (Datsenko and Wanner, 2000)
E. coli pKD3  E. coli BW25113 pKD3 (Cm) (Datsenko and Wanner, 2000)
E. coli pKD4  E. coli BW25113 pKD4 (Km) (Datsenko and Wanner, 2000)
E. coli pCP20  E. coli BT340 pCP20 (Amp) (Datsenko and Wanner, 2000)
E. coli pDiGc  E. coli pDiGc (Amp) (Helaine et al., 2010)
E. coli pFCcGi  E. coli pFCcGi (Amp) K. Watson  
E. coli pWSK29  E. coli pWSK29 (Amp) (Wang and Kushner, 1991)
E. coli pWSK129  E. coli pWSK129 (Km) (Wang and Kushner, 1991)
E. coli pACYC184  E. coli pACYC184 (Cm) (Chang and Cohen, 1978)
E. coli pACYCsseG  E. coli pACYCsseG (Cm) (Salcedo and Holden, 2003)
E. coli pWSK29sseJ‐2HA  E. coli pWSK29sseJ‐2HA (Amp) X.‐J. Yu 
E. coli pWSK29sseF‐2HA  E. coli pWSK29sseF‐2HA (Amp)  X.‐J. Yu  
S. Typhimurium 12023 strains
wild‐type  12023 wild‐type NTCC 
ΔssaV  ΔssaV::aphT (Km)  (Deiwick et al., 1999)
ΔssrA  ΔssrA::mTn5 (Km)  (Shea et al., 1996) 
ΔsseB  ΔsseB::mTn5 (Km)  (Beuzón et al., 1999)
ΔsrfJ1  ΔsrfJ1::km (Km)  This study 
ΔsrfJ2  ΔsrfJ2::km (Km)  This study 
ΔsrfH  ΔsrfH::km (Km)  This study 
ΔpipB  ΔpipB::km (Km)  This study 
ΔpipB2  ΔpipB2::km (Km)  This study 
ΔsifB  ΔsifB::km (Km)  This study 
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Name  Description Source or Reference
ΔcigR  ΔcigR::km (Km)  This study 
ΔgtgA  ΔgtgA::km (Km)  This study 
ΔgtgE  ΔgtgE::km (Km)  This study 
ΔsseK3  ΔsseK3::km (Km)  J. Mistry – this study
ΔsseK1/sseK2  ΔsseK1/sseK2::km (Km)  This study 
ΔsseK1/sseK3  ΔsseK1/sseK3::km (Km)  J. Mistry – this study
ΔsseK1/sseK2/sseK3  ΔsseK1/sseK2/sseK3::km (Km)  J. Mistry – this study 
ΔsseG/sopD2  ΔsseG::aphT/sopD2::cm (Km, Cm)  This study 
ΔsseG/sopD2/srfH  ΔsseG::aphT/sopD2/srfH::cm  (Km, Cm)  This study   
wild‐type sseJ‐2HA  wild‐type sseJ‐2HA::km   X.‐J. Yu 
wild‐type srfJ‐2HA  wild‐type srfJ‐2HA::km (Km)  This study 
ΔssaV sseJ‐2HA  ΔssaV::aphT sseJ‐2HA::km (Km)  X.‐J. Yu  
ΔssaV srfJ‐2HA  ΔssaV::aphT srfJ‐2HA::km (Km, Cm)  This study 
wild‐type pWSKsrfJ‐2HA  wild‐type pWSK29srfJ‐2HA (Amp)  This study 
wild‐type pWSKsrfJ‐2HA(‐pro)  wild‐type pWSK29srfJ‐2HA(‐pro) (Amp)  This study 
ΔssrA pWSKsrfJ‐2HA  ΔssrA::mTn5 pWSK29srfJ‐2HA (Km, Amp)  This study 
ΔssrA pWSKsrfJ‐2HA(‐pro)  ΔssrA::mTn5 pWSK29srfJ‐2HA(‐pro) (Km, Amp)  This study 
ΔsrfJ1 pWSKsrfJ‐2HA  ΔsrfJ1::km pWSK29srfJ‐2HA (Km, Amp)   This study 
wild‐type pDiGc  wild‐type pDiGc (Amp) (Helaine et al., 2010)
ΔssaV pDiGc  ΔssaV::aphT pDiGc (Km, Amp) (Helaine et al., 2010)
ΔsrfJ1 pDiGc  ΔsrfJ1::km pDiGc (Km, Amp) This study 
Δ srfJ2 pDiGc   ΔsrfJ2::km pDiGc (Km, Amp) This study 
wild‐type pWSK129 pDiGc  wild‐type pWSK129 pDiGc (Km, Amp)  This study 
ΔsrfJ1 pWSK129 pDiGc  ΔsrfJ1 pWSK129 pDiGc (Km, Amp)  This study 
ΔsrfJ1 pWSKsrfJ pDiGc  ΔsrfJ1 pWSK129srfJ pDiGc (Km, Amp)   This study 
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Name  Description Source or Reference
wild‐type pFCcGi  wild‐type pFCcGi (Amp) K. Watson 
ΔssaV pFCcGi  ΔssaV::aphT pFCcGi (Km, Amp) This study 
ΔsseB pFCcGi  ΔsseB::aphT pFCcGi (Km, Amp) This study 
ΔsifA pFCcGi  ΔsifA::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseJ pFCcGi  ΔsseJ::cm pFCcGi (Cm, Amp)  This study 
ΔsopD2 pFCcGi  ΔsopD2::cm pFCcGi (Cm, Amp)  This study 
ΔpipB2 pFCcGi  ΔpipB2::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseF pFCcGi  ΔsseF::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseG pFCcGi  ΔsseG::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsrfH pFCcGi  ΔsrfH::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseL pFCcGi  ΔsseL::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsspH1 pFCcGi  ΔsspH1::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsspH2 pFCcGi  ΔsspH2::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔslrP pFCcGi  ΔslrP::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔspvD pFCcGi  ΔspvD::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔcigR pFCcGi  ΔcigR::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsteD pFCcGi  ΔsteD::cm pFCcGi (Cm, Amp)  This study 
ΔsteB pFCcGi  ΔsteB::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔpipB pFCcGi  ΔpipB::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔgtgA pFCcGi  ΔgtgA::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔgtgE pFCcGi  ΔgtgE::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsteA pFCcGi  ΔsteA::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsifB pFCcGi  ΔsifB::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseK1 pFCcGi  ΔsseK1::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseK2 pFCcGi  ΔsseK2::km pFCcGi (Km, Amp)   This study 
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Name  Description Source or Reference
ΔsseK3 pFCcGi  ΔsseK3::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsteE pFCcGi  ΔsteE::cm pFCcGi (Cm, Amp)  This study 
ΔgogB pFCcGi  ΔgogB::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔspvB pFCcGi  ΔspvB::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsteC pFCcGi  ΔsteC::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔspvC pFCcGi  ΔspvC pFCcGi (Amp)  This study 
ΔsopD pFCcGi  ΔsopD::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsptP pFCcGi  ΔsptP::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔavrA pFCcGi  ΔavrA::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseK1/sseK2 pFCcGi  ΔsseK1/sseK2::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseK1/sseK3 pFCcGi  ΔsseK1/ sseK3::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseK1/sseK2/sseK3 pFCcGi  ΔsseK1/sseK2/sseK3::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsifA/sseJ pFCcGi  ΔsifA::aphT/sseJ::cm pFCcGi (Km, Cm, Amp)  This study 
ΔsifA/sopD2 pFCcGi  ΔsifA::aphT/sopD2 pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsifA/sopD2/pipB2 pFCcGi  ΔsifA::aphT/ sopD2/pipB2::cm pFCcGi (Km, Cm, Amp)  This study 
ΔsspH1/sspH2 pFCcGi  ΔsspH1/sspH2::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsspH1/sspH2/slrP pFCcGi  ΔsspH1/sspH2/slrP::km pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseG/sopD2 pFCcGi  ΔsseG::aphT/sopD2 pFCcGi (Km, Amp)  This study 
ΔsseG/sopD2/srfH pFCcGi  ΔsseG::aphT/sopD2/srfH pFCcGi (Km, Amp)  This study 
wild‐type pACYC184  wild‐type pACYC184 (Cm)  This study 
ΔssaV pACYC184  ΔssaV::aphT pACYC184 (Km, Cm)  This study 
ΔsseG/sopD2 pACYC184  ΔsseG::aphT/sopD2 pACYC184 (Km, Cm)  This study 
ΔsseG/sopD2/srfH pACYC184  ΔsseG::aphT/sopD2/srfH pACYC184 (Km, Cm)   This study 
ΔsseG/sopD2 pACYCsseG/sopD2  ΔsseG::aphT/sopD2 pACYCsseG/sopD2 (Km, Cm)  This study 
ΔsseG/sopD2/srfH  ΔsseG::aphT/sopD2/srfH pACYCsseG/sopD2 (Km, Cm)   This study 
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Name  Description Source or Reference
pACYCsseG/sopD2 
ΔsseG/sopD2 psseJ‐2HA  ΔsseG::aphT/sopD2 pWSK29sseJ‐2HA (Km, Amp)  This study 
ΔsseG/sopD2 psseF‐2HA  ΔsseG::aphT/sopD2 pWSK29sseF‐2HA (Km, Amp)  This study 
ΔsseG/sopD2/srfH psseJ‐2HA  ΔsseG::aphT/sopD2/srfH::cm pWSK29sseJ‐2HA (Km, 
Cm, Amp) 
This study 
ΔsseG/sopD2/srfH psseF‐2HA  ΔsseG::aphT/sopD2/srfH::cm pWSK29sseF‐2HA (Km, 
Cm, Amp) 
This study 
wild‐type psseJ‐SIINFEKL‐HA  wild‐type pWSK29sseJ‐SIINFEKL‐HA (Amp)  This study 
ΔssaV psseJ‐SIINFEKL‐HA  ΔssaV::aphT pWSK29sseJ‐SIINFEKL‐HA (Km, Amp)  This study 
ΔsseG/sopD2 psseJ‐SIINFEKL‐HA  ΔsseG::aphT/sopD2 pWSK29sseJ‐SIINFEKL‐HA (Km, 
Amp) 
This study 
ΔsseG/sopD2/srfH psseJ‐
SIINFEKL‐HA 
ΔsseG::aphT/sopD2/srfH::cm pWSK29sseJ‐SIINFEKL‐HA 
(Km, Cm, Amp) 
This study 
 
Table 2.1 – Bacterial strains used in this study  
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Name  Description  Source or Reference 
pKD46  Plasmid encoding arabinose‐inducible λ red recombinase system; 
temperature‐sensitive; retained at 30 oC; cured at ൒ 37 oC (Amp) 
(Datsenko and Wanner, 2000) 
pKD3  Chloramphenicol resistance cassette flanked by FLP sites (Cm)  (Datsenko and Wanner, 2000) 
pKD4  Kanamycin resistance cassette flanked by FLP sites (Km)  (Datsenko and Wanner, 2000) 
pCP20  Plasmid encoding arabinose‐inducible FLP recombinase;
temperature‐sensitive; retained at 30 oC; cured at ൒ 37 oC  (Amp) 
(Datsenko and Wanner, 2000) 
pDiGc  PBAD::DsRed.T3_S4T and rpsM::gfpmut3a promoter fusions in 
pBAD18 (Amp) 
(Helaine et al., 2010) 
pFCcGi  rpsM::mCherry and PBAD::gfpmut3a promoter fusions in pFPV25 
(Amp) 
K. Watson  
pWSK29  Low‐copy‐number cloning vector (Amp)  (Wang and Kushner, 1991) 
pWSK129  Low‐copy‐number cloning vector (Km)  (Wang and Kushner, 1991) 
pACYC184  Low‐copy‐number cloning vector (Cm, Tet)  (Chang and Cohen, 1978) 
pWSKsseJ‐2HA  pWSK29 containing 2HA‐tagged sseJ promoter and open reading 
frame 
X.‐J. Yu 
pWSKsseF‐2HA  pWSK29 containing 2HA‐tagged sseF promoter and open reading 
frame  
X.‐J. Yu  
pWSKsrfJ‐2HA  pWSK29 containing srfJ promoter and 2HA‐tagged srfJ open 
reading frame 
This study  
pWSKsrfJ‐2HA(‐pro)  pWSK29 containing 2HA‐tagged srfJ open reading frame (without 
promoter) 
This study  
pWSKsrfJ  pWSK129 containing srfJ promoter and open reading frame   This study 
pACYCsseG   sseG in pACYC184 (Cm)  (Salcedo and Holden, 2003) 
pACYCsseG/sopD2  sseG and sopD2 in pACYC184 (Cm)  This study 
pWSKsseJ‐SIINFEKL‐
HA 
pWSK29 containing sseJ promoter and open reading frame fused 
to SIINFEKL coding sequence and HA tag 
This study 
 
Table 2.2 – Plasmids used in this study     
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2.1.3 Eukaryotic cell cultures 
RAW  264.7  murine  macrophage‐like  cells  were  obtained  from  the  European  Collection  of  Cell 
Cultures (ECACC; catalogue no. 91062702). HeLa (clone HtTA1) cells were a gift from Dr. S. Méresse 
(CIML, Marseille,  France).  Cells were  grown  in  Dulbecco’s modified  Eagle medium  (DMEM;  PAA 
laboratories) supplemented with 10% heat‐inactivated foetal calf serum (FCS, PAA laboratories) and 
2 mM glutamine at 37  oC  in 5% CO2.  IC‐21 murine macrophage cell  line and B3Z T cell hybridoma 
were kindly provided by Dr. K. Gould (Imperial College London, UK). IC‐21 and B3Z cells were grown 
in  RPMI‐1640  (Invitrogen)  supplemented  with  10%  heat‐inactivated  foetal  calf  serum  (FCS,  PAA 
laboratories)  and  2 mM  glutamine  at  37  oC  in  5%  CO2.  Growth medium  for  B3Z  cells  was  also 
supplemented with 0.05 M β‐mercaptoethanol. 
Bone marrow‐derived macrophages were extracted  from C57BL/6 mice. Mice were  sacrificed and 
bone marrow cells were recovered from tibias and femurs (Racoosin and Swanson, 1989). Red blood 
cells were  lysed with  0.83%  NH4Cl  and  the  remaining  undifferentiated  bone marrow  cells were 
cultured in complete medium as follows: RPMI‐1640 supplemented with 10% FCS (PAA laboratories), 
2 mM  glutamine,  1 mM  sodium  pyruvate,  10 mM HEPES,  0.05 M  β‐mercaptoethanol,  100 U/ml 
penicillin/streptomycin and 20 % L929‐cell conditioned medium (LCM; National Institute of Medical 
Research). Cells were grown in 10 cm petri dishes (Sterilin) at a density of 3 x 106 for 6 days at 37 oC 
in 5 % CO2. Fresh medium was added to the cells on day 3. Differentiated macrophages were seeded 
for infection on day 6. Cells were detached from the petri dishes by incubation in ice‐cold 1 x PBS for 
10 min. Cells were then centrifuged at 300 x g for 5 min before being seeded  in complete medium 
without LCM or penicillin/streptomycin.  
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2.1.4 Antibodies and reagents 
Unless otherwise stated, all  reagents used  in  this study were purchased  from Sigma. Buffers were 
made as described previously (Sambrook and Russell, 2001). 
Primary antibodies used  for  immunofluorescence microscopy were diluted at 1:200 and were  the 
following: anti‐Salmonella goat polyclonal antibody CSA‐1 (Kirkegaard and Perry Laboratories); anti‐
HA  rat monoclonal antibody 3F10  (Roche); anti‐HA mouse monoclonal antibody HA.11  (Covance); 
and  anti‐LAMP‐1  mouse  monoclonal  antibody  H4A3  (Developmental  Studies  Hybridoma  Bank). 
Donkey  monoclonal  anti‐goat  Cyanine‐2  (Cy2)‐  or  anti‐rat  Rhodamine  Red‐X  (RRX)‐conjugated 
secondary  antibodies  (Jackson  Immunoresearch  Laboratories)  were  used  at  a  dilution  of  1:200. 
Donkey  monoclonal  anti‐goat  Alexa  488‐  and  anti‐mouse  Alexa  555‐conjugated  secondary 
antibodies (Invitrogen) were used at a dilution of 1:400.  
Antibodies used  for  immunoblot analysis were  the  following: anti‐HA mouse monoclonal antibody 
HA.11  (Covance), used at a dilution of 1:1000; anti‐SseB  rabbit polyclonal antibody  (Beuzón et al., 
1999),  used  at  a  dilution  of  1:15,000;  anti‐RecA  rabbit  polyclonal  antibody  (provided  by  Kenji 
Adzuma),  used  at  a  dilution  of  1:10,000;  and  anti‐DnaK  rabbit  polyclonal  antibody  (Mogk  et  al., 
2003), used at a dilution of 1:10,000. Sheep anti‐mouse IgG‐HRP (Amersham Pharmacia Biosciences) 
and goat anti‐rabbit IgG‐HRP (Santa Cruz Biotechnology) were used at a dilution of 1:10,000.   
 
2.1.5 Mouse strains 
Female C57BL/6 mice were purchased  from Charles River Laboratories (UK) or Harlan Laboratories 
(UK). Mice were used  for the generation of bone marrow‐derived macrophages or  for competitive 
intraperitoneal infections as described in sections 2.1.3 and 2.9, respectively. 
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2.2  MANIPULATION OF DNA 
Electophoresis of DNA was through 1% agarose Tris‐acetate EDTA buffer (TAE) gels. Visualisation of 
DNA was achieved with SYBR Safe stain (Invitrogen) at a dilution of 1:1000, by use of a GeneFlash UV 
transliminator  (Syngene).  HyperLadder  I  (Bioline)  was  run  alongside  DNA  samples  to  determine 
fragment  sizes.  DNA  concentrations  were  measured  at  OD260  using  the  NanoVue  Plus 
spectrophotometer (GE Healthcare).    
 
2.2.1 Extraction of plasmid DNA 
Plasmid DNA was extracted from stationary cultures of E. coli or S. Typhimurium using the GenElute 
Plasmid Miniprep kit (Sigma) or QIAfilter Plasmid Midi kit (Qiagen), according to the manufacturer’s 
instructions, and eluted in 50 μl sterile water.  
 
2.2.2 Polymerase Chain Reaction (PCR) 
Amplification of DNA fragments for mutagenesis or for vector construction was generated using the 
Expand High  Fidelity PCR  System  (Roche), according  to  the manufacturer’s  instructions. Reactions 
contained 1 x Expand High Fidelity buffer (final Mg2+ concentration of 1.5 mM), 0.1 μM forward and 
reverse primer, 0.2 μM each of dATP, dTTP, dCTP and dGTP (Sigma), template DNA and 2.5 U Expand 
High Fidelity enzyme in a reaction volume of 50 μl. PCR parameters varied depending on the reaction 
performed.  Typical  parameters  for  amplification  of  homologous  fragments  in  the  construction  of 
mutant strains were: 5 min denaturation at 95 oC; 30 cycles of 30 sec denaturation at 95 oC, 30 sec 
annealing at 55  oC and 1.5 min extension at 72  oC; 5 min extension at 72  oC. For colony PCRs,  the 
enzyme was replaced with 2 U Taq Polymerase (Sigma) in the corresponding buffer, according to the 
manufacturer’s instructions. Typical parameters for colony PCR were: 5 min denaturing at 95 oC; 30 
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cycles of 30 sec denaturing at 95 oC, 30 sec annealing at 50 oC and 2 min extension at 72 oC; 7 min 
extension at 72 oC. The primers used in this study are listed on Table 2.3. PCR products were purified 
using the QIAquick PCR Purification kit (Qiagen), according to the manufacturer’s instructions.  
 
2.2.3 Preparation and transformation of electrocompetent bacterial cells  
Bacterial strains were grown in LB broth overnight at 37 oC. Stationary cultures were diluted 1:50 in 
10 ml of fresh LB medium and subcultured under the same conditions until an OD600 of 0.4‐0.6 was 
reached. Bacteria were  incubated on  ice for 30 min and centrifuged at 1000 x g at 4 oC for 10 min. 
The supernatant was discarded and bacteria were resuspended in 20 ml ice‐cold sterile MilliQ water, 
followed  by  centrifugation  under  the  same  conditions.  This  step was  repeated  twice more,  the 
second time substituting water for sterile ice‐cold 10% glycerol. Bacterial pellets were resuspended 
in 150  μl  sterile  ice‐cold 10%  glycerol  and  aliquots of 75  μl were prepared  for  immediate use or 
storage at ‐80 oC. In the preparation of electrocompetent cells of bacteria carrying either pKD46 or 
pCP20, strains were grown at 30 oC instead and supplemented with 0.2% L‐arabinose.  
Bacteria  were  transformed  by  electroporation.  75  μl  aliquots  of  electrocompetent  cells  were 
incubated with DNA  (PCR  products,  plasmids  or  ligation  products)  on  ice  for  5 min  before  being 
transferred to a 2 mm electroporation cuvette (Molecular BioProducts). Sample electroporation was 
performed at 2.5 kV, 200 Ω, 25 µF for approximately 5 msec using a GenePulser II (BioRad). Bacteria 
were recovered in 1 ml SOC medium and incubated at 37 oC for 1 h. Selection of transformants was 
achieved by plating on LB agar containing the appropriate antibiotic. Transformant bacteria carrying 
either pKD46 or pCP20 were incubated at 30 oC instead.  
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Name  5’ to 3’ nucleotide sequence  Description 
Kt  CGGCCACAGTCGATGAATCC  Homologous to kanamycin 
resistance cassette  
K2  CGGTGCCCTGAATGAACTGC  Homologous to kanamycin 
resistance cassette 
c1  TTATACGCAAGGCGACAAGG  Homologous to chloramphenicol 
resistance cassette 
c2  GATCTTCCGTCACAGGTAGG  Homologous to chloramphenicol 
resistance cassette 
SrfJ_FW  CAATTTATTATCTTCTTTTATCCGGAACTTCCCTATGAAAGGG
TGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion of srfJ (ΔsrfJ1 and 2); 
homology to target gene in bold 
SrfJ_REV  CGCTTCATTAAATCCCAGCTTCATCATTCAGATCGACTCCTGC
CGCATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion of srfJ (ΔsrfJ1); homology 
to target gene in bold 
SrfJ Scr_FW  CGGTTACCGCTGATGCCTGC  Mutant genotype confirmation; 
sequencing of srfJ 
SrfJ Scr_REV  GCGAATTGTAGCCCCAGGGC  Mutant genotype confirmation; 
sequencing of srfJ 
SrfJ_REV2   CAGATTACCCTGATGATTCGGCCCGCCCTCACTGTTCAGCCAT
ATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion of srfJ (ΔsrfJ2); homology 
to target gene in bold 
SrfJ2HA_FW 
GCCGTCAGGCGCCAGTACGTTGCTATGGCGGCAGGAGTCGAT
CTATCCGTATGATGTGCCGGACTATGCGTATCCGTATGATGT
TCCTGATTATGCTAGCCTCTAGTAT 
2HA‐tagging of srfJ; homology to 
tag in bold 
SrfJ2HA_REV  CCAGCGTGGAGTTTCGCATACAGGTCGCTTCATTAAATCCCAGCTTCATCATTCAGATCGCATATGAATATCCTCCTTAGT 
2HA‐tagging of srfJ; homology to 
tag in bold  
pWSK_SrfJ FW  GCTCTAGAGC ATGAAAGGCAGACTCATCTCTTCCG 
Amplification of srfJ‐2HA (without 
promoter) with XhoI restriction site 
(underlined) for cloning into 
pWSK_SrfJ2HA REV  CCGCTCGAGCGG TTACTAGAGGCTAGCATAATC  
Amplification of srfJ‐2HA (without 
promoter) with XbaI restriction site 
(underlined) for cloning into 
EcoRI Pro SrfJ FW  CCGGAATTCCGG GGAAACAGCGCTTTATTGATGC  Amplification of srfJ of srfJ‐2HA with EcoRI restriction site 
(underlined) for cloning into 
BamHI SrfJ R  CGCGGATCCGCG TCAGATCGACTCCTGC  Amplification of srfJ with BamHI restriction site (underlined) for 
cloning into pWSK129 
BamHI SrfJ‐2HA R  CGCGGATCCGCG TTACTAGAGGCTAGCATAATC  Amplification of srfJ‐2HA with BamHI restriction site (underlined) 
for cloning into pWSK29 
SrfJ Scr3_REV  CGCATCGTCAGCGTGATTGC  Sequencing of srfJ (gene middle)  
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Name  5’ to 3’ nucleotide sequence  Description 
SrfJ_Scr2 FW 
GCTTCGCCGTGGAGTCCGCC  srfJ RT‐PCR 
SrfJ_RT REV 
GGCTGTCTCCTCTTCCACGC  srfJ RT‐PCR 
STM4427 FW  CGCTGGAAGACATTACG  STM4427 RT‐PCR 
STM4427 REV2  GAACCGATCGGCTCAAAG  STM4427 RT‐PCR   
SrfH KanR FW  GAT GTC TGT CGG ACA GAT ACT ATA TGT AAA TTT ATA 
AAG G GTGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion of srfH; homology to 
target gene in bold 
SrfH KanR REV  C GGA TTG ACA GGG TTC TGA CAG ACG TCC TCC ACG GTG 
CGC CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion of srfH; homology to 
target gene in bold  
SrfH_Scr FW  GAC TTC TGC CTG CCA AAA TTG  Mutant genotype confirmation 
SrfH_Scr REV  CA TCT GTG ATA GTG TCC ATC  Mutant genotype confirmation 
PipB KanR FW  C ACC TAT AAG GAG TCG GCT CAC TTC CAT AAG AAG GAA 
TCA GTGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion  of  pipB;  homology  to 
target gene in bold 
PipB KanR REV  C GGC TCC TGT TAA TGC TTT CGC TAA AGT TAG AGC TAT 
CTT CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion  of  pipB;  homology  to 
target gene in bold 
PipB_Scr FW  G ATA AAA CGC GAT ACG TAT GCC  Mutant genotype confirmation 
PipB_Scr REV  GTG CCA CAT ACA GGT AAC GC  Mutant genotype confirmation 
PipB2 KanR FW  AG ATA TGA TAA ATT TTA TCA TGC ACT GTG TTG CTG TCT 
CTG GTGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion  of  pipB2;  homology  to 
target gene in bold 
PipB2 KanR REV  GAT TGT TAT TCT TAC ATT GCT TTT ATT TCA GAT TTA CGT 
C CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion  of  pipB2;  homology  to 
target gene in bold 
PipB2_Scr FW  GGT TTT CTG CTA ATG AGT GGG  Mutant genotype confirmation 
PipB2_Scr REV  CGA ACA GGC ACT TAT ACA TCC  Mutant genotype confirmation 
SifB KanR FW  C CAG TAA TGA AGT ATC ATA TAA TCA CTT GTG GTC TAC 
ATT GTGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion of sifB; homology to target 
gene in bold 
69 
 
Name  5’ to 3’ nucleotide sequence  Description 
SifB KanR REV  G GTA TTG CCA GGG GAT TGT AAA TCC ATA CTA TTT ATG 
GTG CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion of sifB; homology to target 
gene in bold 
SifB_Scr FW  CA CGG TTG AGC AAC TAT TTA C  Mutant genotype confirmation 
SifB_Scr REV   CTT CCA GTT ACG TCG TGA G  Mutant genotype confirmation 
CigR KanR FW  G CGC TAT TTT CAT GGT ATC CCA CAT CAG AAG GGC AAT 
ATC GTGTAGGCTGGAGCTGCTTC G 
Deletion  of  cigR;  homology  to 
target gene in bold 
CigR KanR REV  C CAA ACT GGC TGC GCC AAT AAC GCC TGG TGG GAT 
AGG CTC CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion  of  cigR;  homology  to 
target gene in bold 
CigR _Scr FW  CC GAT AAA ATC ATC GCG CTG  Mutant genotype confirmation 
CigR _Scr REV   CGC CCT GAA GAG GCT AAA TAG  Mutant genotype confirmation 
GtgA KanR FW  CA TGA TGG TCT TGC TAC CGA TGA TAA AGC CAG GCT 
GGA ACC GTGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion  of  gtgA;  homology  to 
target gene in bold 
GtgA KanR REV  G TTG TAG CAT CGT GGG ATT TTG CAT TTT TTG ATG AGT 
GTC CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion  of  gtgA;  homology  to 
target gene in bold 
GtgA_Scr FW  GA AAT GGT TGG GTT GCA GGG  Mutant genotype confirmation 
GtgA_Scr REV   GGC AGG GCT CGC TAT TAT TC  Mutant genotype confirmation 
GtgE KanR FW  G TAG TAT ATA ATT ACA TTA ACA AAA TTA CTA TTC GGC 
GAG GTGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion  of  gtgE;  homology  to 
target gene in bold 
GtgE KanR REV  CTT TCC AGG AGG AGG AGT GTA AAG GTT TTG GCT CAT 
AAA C CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion  of  gtgE;  homology  to 
target gene in bold 
GtgE_Scr FW  CG ATG CAG GCA AAC TGC TTG  Mutant genotype confirmation 
GtgE_Scr REV   GGC TGA AAG TAT AGG GCA GG  Mutant genotype confirmation 
SseK3 KanR FW  CTC AAA TCA TGG TAT GTT ATA TTA ATA GCG TAA GGG 
TTG GTGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion  of  sseK3;  homology  to 
target gene in bold 
SseK3 KanR REV  C TTT GCC GAA ACA TTG CTC GCG TTT ATA TCA TAC GTT 
TGC CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion  of  sseK3;  homology  to 
target gene in bold 
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Name  5’ to 3’ nucleotide sequence  Description 
SseK3_Scr FW  GG TGA TAA CTT TGG TCT TCG  Mutant genotype confirmation 
SseK3_Scr REV   GGT TTA TTA CCC GCC TTT TC  Mutant genotype confirmation 
SopD2 KanR FW  CA  TTT  CTA AAC  CTT  TCG  CGG  TAA ATA ATC AAG GGA 
GTT ATT GTGTAGGCTGGAGCTGCTTCG 
Deletion of sopD2; homology to 
target gene in bold 
SopD2 KanR REV  GT ACA AAA AAG GCT CCA  TAT CAG  TGG GGC CTT  TTT 
AAT GAC CATATGAATATCCTCCTTAG 
Deletion of sopD2; homology to 
target gene in bold 
SopD2_Scr FW  CTG GCT CAT TCA TCA GCT CG  Mutant genotype confirmation; 
sequencing of sopD2 
SopD2_Scr REV   CGGCCACAGTCGATGAATCC   Mutant genotype confirmation; 
sequencing of sopD2 
BamHI pACYC‐
SopD2 FW  CGCGGATCCGCG ATGCCAGTTACGTTAAGTTTTGG 
Amplification of sopD2 with BamHI 
restriction site (underlined) for 
cloning into pACYCsseG 
SalI pACYC‐SopD2 
REV 
TTCCGCGGCCGCTATGGCCGACGTCGACGCGT 
TTATATAAGCATATTGCGAC 
Amplification of sopD2 with SalI 
restriction site (underlined) for 
cloning into pACYCsseG 
SseJ‐ova‐HA FW  CCGGAATTCCGG TCGTTGAAAAACAATAAACATTGTATG  Amplification of sseJ‐SIINFEKL‐HA 
with EcoRI restriction site 
(underlined) for cloning into 
SseJ‐ova‐HA BW  CGCGGATCCGCG TTACTAGAGGCTAGCATAATCAGGAACATCATACGGATA  cag 
ttt ttc aaa gtt aat aat gct TTCAGTGGAATAATGATGAGCTAT 
Amplification of sseJ‐SIINFEKL‐HA 
with BamHI restriction site 
(underlined) for cloning into 
M13 Forward  GTAAAACGACGGCCAG  Sequencing of pWSK29/pWSK129 
constructs 
M13 Reverse  CAGGAAACAGCTATGAC  Sequencing of pWSK29/pWSK129 
constructs  
SeqACYCsopD2 Fw  GCAGTTAATGAGGATGATG  Sequencing of sopD2 in 
pACYCsseG/sopD2 
SeqACYCsopD2 Rev  CTTCATCTTCTTCCATCAC  Sequencing of sopD2 in 
pACYCsseG/sopD2  
 
Table 2.3 – Primers used in this study   
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2.2.4 Construction of deletion mutant strains 
S.  Typhimurium  deletion mutant  strains  were  generated  using  the  one‐step  λ  red  recombinase 
system developed by Datsenko and Wanner (Datsenko and Wanner, 2000). Primers were designed 
to amplify an antibiotic resistance cassette from a template plasmid (pKD3 or pKD4, containing a Cm 
or Km  resistance gene,  respectively) and contained also a 40 nucleotide  sequence homologous  to 
the regions flanking the target gene on the chromosome. Amplification reactions were performed as 
described  in  section  2.2.2.  PCR  products were  electroporated  into  S.  Typhimurium  12023  strains 
carrying pKD46 and expressing the λ red recombinase enzyme. Transformant colonies were selected 
on  the  basis  of  their  antibiotic  resistance.  Confirmation  of mutant  genotype was  performed  by 
colony PCR with primers homologous to regions upstream and downstream of the target gene or to 
regions within the Km/Cm resistance cassette (Table 2.3) and subsequent measurement of fragment 
size  by  electrophoresis.  For  removal  of  antibiotic  resistance  cassettes,  mutant  strains  were 
transformed with pCP20 helper plasmid expressing the FLP recombinase in the presence of 0.2% L‐
arabinose. Loss of antibiotic resistance was confirmed by patching on selective media and by colony 
PCR. Plasmid pCP20 was cured by growth at 42 oC.  
 
2.2.5 Insertion of a chromosomal HA epitope tag 
A  DNA  sequence  encoding  a  double  haemagglutinin  (HA)  epitope  followed  by  an  antibiotic 
resistance cassette was fused to srfJ in the chromosome of S. Typhimurium 12023 strains using the 
procedure described by Uzzau et al (Uzzau et al., 2001). Km and Cm resistance genes were amplified 
from  template  plasmids  (pSU315  and  pSU314,  respectively) with  primers  homologous  to  regions 
immediately upstream of  the  gene  translational  stop  signal or downstream  from  the gene  (Table 
2.3). The amplified  fragments were  introduced by a  recombination event  into  the chromosome of 
strains  expressing  the  λ  red  recombinase  (as  detailed  previously  in  section  2.2.4).  Transformant 
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colonies were selected on  the basis of  their antibiotic  resistance and  insertion of  the epitope was 
confirmed by colony PCR with primers flanking the target gene. 
 
2.2.6 Construction of bacterial expression vectors 
Restriction  enzymes were  obtained  from  Invitrogen  and  used with  the  corresponding  buffers,  as 
recommended  by  the manufacturers. When  appropriate,  digestion  products  were  recovered  by 
electrophoresis  through 1% agarose 1 x TAE gels, depending on  fragment size, and purified by gel 
excision using the QIAquick Gel Extraction kit (Qiagen), according to the manufacturer’s instructions. 
Ligation of DNA fragments to linearised vectors was performed using a 3:1 insert to vector ratio with 
0.25  μl T4  ligase  (Invitrogen)  in  the  corresponding buffer  in a  total volume of 5  μl and  incubated 
overnight  at  16  oC  or  using  the  Quick‐Stick  Ligase  kit  (Bioline),  according  to  the manufacturer’s 
recommendations.  
 
2.2.6.1 Construction of pWSKsrfJ, pWSKsrfJ‐2HA and pWSKsrfJ‐2HA(‐pro) 
For the construction of pWSKsrfJ and pWSKsrfJ‐2HA, the srfJ promoter and open reading frame were 
amplified using  the primers  combinations EcoRI‐ProSrfJ‐FW  and BamHI‐SrfJ‐R or EcoRI‐ProSrfJ‐FW 
and  BamHI‐SrfJ2HA‐R,  respectively.  Both  primer  sets  introduced  restriction  sites  for  EcoRI  and 
BamHI upstream and downstream, respectively, of the DNA fragment. The later primer combination 
inserted also a 2HA epitope tag at the 3’‐end of srfJ. To construct pWSKsrfJ‐2HA(‐pro), the primers 
pWSK‐SrfJ‐FW and pWSK‐SrfJ2HA‐REV were used to amplify the srfJ open reading frame fused to a 
2HA epitope  tag, containing  terminal XhoI and XbaI  restriction  sites. Dependent on  the construct, 
srfJ or srfJ‐2HA were introduced into the multiple cloning site (MCS) of pWSK29 or pWSK129, under 
the  control  of  a  T7  RNA  polymerase  promoter.  Vector  and  insert  digestion  reactions  with  the 
enzymes  EcoRI/BamHI  or  XhoI/XbaI were  carried  out  at  37  oC  for  2  h.  Digestion  products were 
73 
 
recovered,  purified  and  ligated.  The  product  of  ligation  was  transformed  into  E.  coli  DH5α 
electrocompetent cells and selected on LB agar containing carbenicillin or kanamycin (pWSK29‐ and 
pWSK129‐based  constructs,  respectively).  Successful  ligations were  confirmed  by  colony  PCR  and 
sequencing.  
 
2.2.6.2 Construction of pACYCsseG/sopD2 
The pACYCsseG/sopD2  complementing plasmid was  a derivative of pACYCsseG,  constructed by  S. 
Salcedo  (Salcedo and Holden, 2003),  carrying  the  sseG gene under  the  control of  the  tetracycline 
resistance  (TetR) promoter of pACYC184, between  the BamHI and  the EcoRV  restriction  sites. The 
sopD2 gene was introduced immediately downstream of sseG on the vector, also under the control 
of  the TetR promoter.  sopD2 was amplified  from S. Typhimurium 12023 using  the primers pACYC‐
SopD2 FW and pACYC‐SopD2 REV (Table 2.3), which also introduced restriction sites for BamHI and 
SalI upstream and downstream, respectively, of the gene coding sequence. The PCR product and the 
pACYCsseG  expression  vector  were  digested  with  BamHI  and  SalI  enzymes  at  37  oC  overnight. 
Digestion products were recovered, purified and ligated. The ligation reaction was transformed into 
E.  coli DH5α electrocompetent  cells and  selected on  LB agar  containing  chloramphenicol. Positive 
clones were confirmed by colony PCR and sequencing.  
 
2.2.6.3 Construction of pWSKsseJ‐SIINFEKL‐HA 
To  construct pWSKsseJ‐SIINFEKL‐HA,  the  fragment  sseJ‐SIINFEKL‐HA was amplified and  introduced 
into the multiple cloning site (MCS) of pWSK29, between the BamHI and the SalI restriction sites and 
under  the  control of a T7 RNA polymerase promoter. The  sseJ promoter and open  reading  frame 
were amplified from S. Typhimurium 12023 using the primers SseJ‐ova‐HA FW and SseJ‐ova‐HA BW 
(Table 2.3). During the amplification process, restriction sites for EcoRI and BamHI were introduced 
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upstream  and  downstream  of  the  PCR  fragment,  respectively,  as  well  as  coding  sequences  for 
SIINFEKL and HA epitopes fused at the 3’‐end of sseJ. The PCR product and the pWSK29 vector were 
digested with  EcoRI  and  BamHI  enzymes  at  37  oC  for  2  h,  before  purification  and  ligation.  The 
resulting  ligation mix was transformed  into E. coli DH5α electrocompetent cells and selected on LB 
agar containing carbenicillin. Clones were verified by colony PCR and sequencing.    
 
2.2.7 Sequencing and analysis 
Nucleotide  sequencing  was  performed  by  the  MRC  Clinical  Sciences  Centre  Genomics  Core 
Laboratory  (Hammersmith  Hospital,  Imperial  College  London,  UK).  Nucleotide  sequences  were 
analysed using Chromas  software. Alignments were carried out using ClustalW Multiple Sequence 
Alignment  software  (http://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalw2/). Gene  sequences were obtained 
from  the  S.  Typhimurium  LT2  sequenced  genome  available  in  the  NCBI  database  (http:// 
www.ncbi.nlm.nih.gov/sites/entrez?Db=genome&Cmd=ShowDetailView&TermToSearch=202).    
 
2.3  ANALYSIS OF mRNA LEVELS BY RT‐PCR  
S. Typhimurium strains were grown at 37 oC in LB broth or Mg‐MES at pH 5.0 to an OD600 of 0.7‐0.8 
prior to RNA extraction. RNA was stabilised using RNA protect Bacteria Reagent (Qiagen), according 
to the manufacturer’s instructions. Purification of total RNA from bacterial lysis was performed using 
RNAeasy Miniprep kit (Qiagen), according to the manufacturer’s protocol, and eluted in 50 µl RNAse 
free water (Ambion). Contaminating genomic DNA was digested by incubation of RNA with DNase I 
(Qiagen) for 10 min at room temperature. Removal of DNA was verified by the absence of product 
amplification in control PCRs using the primers stm4427 FW and stm4427 REV and RNA samples as 
template. RNA was purified and concentrated using RNeasy MinElute Cleanup kit (Qiagen), according 
to  the  manufacturer’s  recommendations.  RNA  concentration  was  measured  at  OD260  using  a 
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NanoVue  Plus  spectrophotometer  (GE  Healthcare)  and  the  purity  of  samples  was  analysed  by 
measuring the ratio OD260/OD280 (a ratio between 1.8 and 2.0 corresponded to sample purity).  
400  ng  RNA  were  incubated  with  Quantiscript  Reverse  Transcriptase  (QuantiTect  Reverse 
Transcription  kit, Qiagen)  for  10 min  at  42  oC,  according  to  the manufacturer’s  protocol.  Control 
reactions to confirm the absence of genomic DNA were carried out with 400 ng RNA following the 
same procedure in the absence of reverse transcriptase. cDNA concentration was measured at OD260 
and samples were stored at ‐20 oC until analysis.  
Quantitative PCR amplification was performed on cDNA samples using SensiMix dT kit (Quantace) on 
Rotor‐Gene  3000  (Corbett  Research)  with  primers  specific  for  STM4427,  srfJ  or  the  16S  rRNA 
housekeeping gene (listed on Table 2.3). The following mix was used for one amplification reaction: 
12.5 μl SensiMix, 2 mM each primer, 0.5 μl SybrGreen and 400 ng cDNA samples in a total volume of 
25 μl. Reactions were carried out following the same procedure in the absence of cDNA as control. 
PCR  parameters  varied  depending  on  the  reaction;  typical  parameters  were  as  follows:  10 min 
denaturing  at  95  oC;  45  cycles of  10  sec denaturing  at  95  oC,  30  sec  annealing  at  50  oC,  15  secs 
extension at 68 oC and 45 secs at 95 oC, followed by a gradual decrease of the temperature each 5 
secs to determine the melting curve. Analysis was based on comparative quantitation values. Levels 
of mRNA of the target gene were normalised to levels of 16S mRNA. 
 
2.4  PREPARATION AND ANALYSIS OF BACTERIAL AND SECRETED PROTEIN FRACTIONS  
S. Typhimurium strains were grown overnight at 37 oC  in LB broth. A  fraction of the culture  (1:50) 
was washed in Mg‐MES at pH 5.0 by twice centrifuging at 21 000 x g for 1 min and resuspending in 
the same medium. Bacteria were  incubated  in Mg‐MES at pH 5.0  in a 30 ml polystyrene universal 
tube at 37 oC for 6 h. For pH shift, bacteria were incubated in Mg‐MES at pH 5.0 for 4 h, centrifuged 
at 21 000 x g for 5 min and resuspended in warm Mg‐MES at pH 7.2, followed by incubation in a 30 
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ml polystyrene universal tube at 37 oC for 1.5 h.  To ensure protein comparison between equivalent 
bacterial numbers, samples were adjusted to OD600 values such that 1 ml of culture of OD600 0.1 was 
lysed  in 10 μl of protein‐denaturing buffer  (0.25 mM Tris‐Cl pH 6.8, 10% sodium dodecyl sulphate 
(SDS), 50% glycerol, 5%  β‐mercaptoethanol). Samples  for analysis of protein expression  (‘bacterial 
pellet’  samples) were obtained by  centrifugation of  1 ml of  culture  at  21  000  x  g  for  1 min  and 
resuspension of  the pellet  in  the  calculated volume of buffer.  Secreted protein  samples  from  the 
wall of  the  culture  vessel were prepared by gently washing  the  tube wall  surface with PBS, after 
removal  of  bacteria.  Tubes  were  centrifuged  and  any  liquid  residue  was  discarded.  Protein‐
denaturing buffer was added to the tubes at equal amounts to ‘bacterial pellet’ samples, followed by 
incubation at 37 oC for 1 h.  
To  collect  secreted proteins  from  the  culture  supernatant, bacterial  strains were grown  in a glass 
flask  in  Mg‐MES  at  pH  5.0  for  6  h,  following  the  procedure  described  above.  Cultures  were 
centrifuged at 8900 x g at 4 oC for 10 min and filtered using  low protein binding Acrodisc® syringe 
filters  (Pall  Life  Sciences).  Trichloroacetic  acid  (TCA) was  added  to  culture  supernatants  to  a  final 
concentration of  10%  and  incubated  at  4  oC overnight.  Precipitated proteins were  centrifuged  at 
8900 x g at 4  oC  for 10 min and  the  resulting protein pellet was washed  in  ice‐cold acetone.   The 
pellet was air‐dried for 2 h and solubilised in the appropriate volume of protein‐denaturing buffer. 
Samples were boiled  for 10 min at 100 oC and used  immediately or stored at  ‐20 oC until analysis. 
Proteins were separated using 12% SDS‐polyacrilamide gel elecrophoresis (PAGE)  in running buffer 
(25 mM Tris‐Cl, 250 mM glycine, 2% SDS). Gels were equilibrated  in transfer buffer (44 mM Tris‐Cl, 
29  mM  glycine,  20%  methanol)  for  10  min.  Immunobilon‐P  polyvinyldene  fluoride  (PVDF) 
membranes (Millipore) were activated in methanol for 10 secs, washed in MilliQ water for 2 min and 
equilibrated  in transfer buffer for 10 mins. Proteins were transferred using a semi‐dry transfer cell 
(BioRad), following the manufacturer’s instructions, at 3 mA/cm2, 24 V for 1 h.   
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Non‐specific  labelling was blocked by  incubating membranes  in Tween PBS (0.01% Tween‐20  in 1 x 
PBS) containing 5% milk  for 2 h at room  temperature. Primary antibodies were diluted  in 5% milk 
Tween PBS and  incubated with  the membrane overnight at 4  oC. Membranes were washed  three 
times with Tween PBS for 10 mins and incubated with HRP‐conjugated secondary antibodies diluted 
in  5% milk  Tween  PBS  for  1  h  at  room  temperature,  followed  by  five washes with  Tween  PBS. 
Proteins were detected using enhanced chemiluminescence (ECL) detection system (GE Healthcare), 
according to the manufacturer’s recommendations.  
 
2.5  INFECTION OF CULTURED CELLS  
 
2.5.1 S. Typhimurium infection of HeLa cells 
Cells were seeded onto glass coverslips  in 24‐well plates at a density of 5 x 104 cells per well, 24 h 
before  infection. Bacteria were grown  in LB broth overnight at 37 oC. To  induce bacterial  invasion, 
bacterial cultures were diluted 1:33 in 5 ml of fresh medium and incubated at 37 oC until reaching an 
OD600 of 1.5‐2.0. Bacteria were diluted  in warm Earl’s Balanced Salt Solution (EBSS; Invitrogen) and 
added  to  cell monolayers  at  a multiplicity  of  infection  (MOI)  of  approximately  50.  Invasion was 
allowed to proceed for 15 min at 37 oC in 5% CO2, followed by incubation of the cells with 100 µg/ml 
gentamicin  for  1  h  in  the  same  conditions.  The  concentration  of  gentamicin  was  subsequently 
reduced to 20 µg/ml gentamicin for the remainder of the experiment.   
 
2.5.2 S. Typhimurium infection of macrophages  
Cells were seeded 24 h before infection. RAW 264.7 or IC‐21 macrophage‐like cells were seeded at a 
density  of  1  x  105  or  5  x  105  cells  per well  in  24‐well  plates  or  6‐well  plates,  respectively.  Bone 
marrow‐derived macrophages were seeded at a density of 2 x 105 or 1 x 106 cells per well, in 24‐well 
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plates or 6‐well plates, respectively. Bacteria were grown to stationary phase overnight  in LB broth 
at 37 oC, with the exception of strains carrying pDiGc or pFCcGi which were grown in Mg‐MES at pH 
5.0 supplemented with 0.2% arabinose. Cultures were opsonised for 20 min at room temperature as 
follows:  15  μl  of  bacterial  culture,  20  μl mouse  serum  (Sigma)  and  170  μl medium  (appropriate 
medium varied with cell  type and  is detailed  in  section 2.1.3). 600  μl medium were added  to  the 
opsonisation mix  and  30  μl  or  150  μl were  added  to  cell monolayers  in  24‐well  plates  or  6‐well 
plates, respectively, at a MOI of approximately 10. Conditions varied slightly with strains harbouring 
Fluorescence Dilution plasmids: opsonisation was carried out with 45 μl of bacterial culture and cells 
were inoculated with double the amount (60 μl or 300 μl). Plates were centrifuged at 110 x g for 5 
min and incubated at 37 oC in 5 % CO2 for 25 min. Cells were washed and incubated for a further 1 h 
with medium containing 100 µg/ml gentamicin to kill extracellular bacteria. This was replaced with 
medium containing 20 µg/ml gentamicin for the remainder of the experiment.  
 
2.6  REPLICATION ASSAYS IN MACROPHAGES 
 
2.6.1 Analysis of bacterial growth by colony forming units  
RAW 264.7 or bone marrow‐derived macrophages were seeded  in 24‐well plates and  infected with 
S. Typhimurium strains as described above (section 2.5). Serial dilutions of the inoculum were plated 
on  LB  agar  to  confirm  similar  numbers  of  bacteria  between  strains. At  selected  time  points,  cell 
monolayers were washed with 1 x PBS and  lysed  in 1 ml 0.1% Triton X‐100  in 1 x PBS for 5 min at 
room  temperature. To determine colony  forming units  (CFU) ml‐1 of  intracellular bacteria, dilution 
series  of  the  lysate  were  prepared  in  1  x  PBS  and  plated  onto  LB  agar.    Bacterial  growth  was 
measured as the fold change in CFU/ml between a later time point and an earlier (2 h) time point.  
 
79 
 
2.6.2 Analysis of bacterial replication by Fluorescence Dilution 
RAW 264.7 or bone marrow‐derived macrophages were seeded in 6‐well plates and infected with S. 
Typhimurium strains carrying Fluorescence Dilution plasmids (pDiGc or pFCcGi) as described above 
(section 2.5). At selected time points, cell monolayers were washed with 1 x PBS and  lysed  in 1 ml 
0.1% Triton X‐100  in 1 x PBS  for 5 min at  room  temperature  to  release  intracellular bacteria. Cell 
lysates were centrifuged at 15 800 x g for 2 min and the bacterial pellet was resuspended in 1 x PBS. 
Bacteria were  fixed with 2% paraformaldehyde  (PFA)  in 1 x PBS  for 10 min at  room  temperature,  
centrifuged and resuspended as before, and kept at ‐4 oC until analysis.  
For each sample, 10 000 to 30 000 events were analysed. For macrophage  infections with bacteria 
carrying pDiGc, events were acquired on a  FACSCalibur  flow  cytometer  (BD) using Cell Quest Pro 
software and green and  red  fluorescence were detected 510/20 nm and 595/20,  respectively. To 
analyse  pFCcGi  bacterial  samples,  events were  acquired  on  a  LSR  II  flow  cytometer  (BD)  or  LSR 
Fortessa  flow  cytometer  (BD)  using  FACSDiva  software  and  green  and  red  fluorescence  were 
detected at 525/50 or 530/30 nm and 610/20 or 610/10 nm, respectively. Flow cytometry data were 
analysed with  the  FlowJo  Software Version  8.1.1  (TreeStar).  For DsRed  (pDiGc)  and GFP  (pFCcGi) 
fluorescence  dilution,  bacteria  were  gated  on  high  green  (GFP)  or  red  (mCherry)  fluorescence, 
respectively.  
 
2.7  IMMUNOFLUORESCENCE MICROSCOPY 
Cells for microscopic analysis were seeded onto coverslips in 24‐well plates and infection of the cells 
was  performed  as  described  previously  (section  2.5).  At  selected  times,  cell  monolayers  were 
washed with 1 x PBS, fixed using 4% PFA in 1 x PBS for 15 min at room temperature and quenched 
with  10 mM NH4Cl. Cells were permeabilised with  0.1%  saponin  in  1  x  PBS before  labelling with 
antibodies diluted  in 10% horse  serum, 0.1%  saponin  in 1  x PBS. Coverslips were  incubated with 
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primary antibodies for 1 h and secondary antibodies for 30 min, washing with 0.1% saponin before 
and after. Coverslips were washed with 1 x PBS and water before being mounted onto microscope 
slides  using  Aqua‐Poly/Mount  (Park  Scientific)  and  analysed  using  a  confocal  laser  scanning 
microscope  (Zeiss  Axiovert  LSM510).  Images  were  processed  using  Adobe  Photoshop  (Adobe 
Systems).  
 
2.8  IL‐2 SECRETION ASSAY 
IC‐21 macrophages were seeded at a density of 1 x 105 cells per well in a 24‐well plate and infected 
with S. Typhimurium strains as described previously (section 2.5). Following the addition of 20 µg/ml 
gentamicin‐containing medium, B3Z cells were added to the cell monolayer at a 1:1 ratio and plates 
were centrifuged at 110 x g for 5 min before further  incubation of the cells for 12 h at 37 oC  in 5% 
CO2.  Uninfected  cells  or  cells  exposed  to  soluble  SIINFEKL  peptide  (ProImmune)  to  a  final 
concentration of 1 μM were used as negative and positive controls, respectively, for stimulation of 
IL‐2 production by B3Z cells. Supernatants were collected into clean tubes, centrifuged at 16 000 x g 
for 5 min to remove cells and stored at ‐80 oC until analysis.  
IL‐2  levels were measured by enzyme‐linked  immunosorbent assay (ELISA) using Quantikine mouse 
IL‐2 Immunoassay (R&D Systems), according to the manufacturer’s recommendations. Samples were 
analysed in duplicate and the fluorescence intensity of each analyte was measured at 450 nm using a 
Multiskan microplate reader (Thermo Scientific). Fluorescence intensity was also obtained at 540 nm 
for wavelength correction.  
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2.9  COMPETITIVE INFECTIONS IN MICE 
Infection studies were carried out with 6‐8 weeks old female C57BL/6 mice. For Competitive  Index 
(CI) analysis, groups of 4 mice were  injected  intraperitoneally with 0.2 ml of 1 x PBS containing 5 x 
104 CFU of  combined  S.  Typhimurium wild‐type  and mutant  strains  (2.5  x 104 of  each  strain).  To 
prepare the inocula, bacteria were grown at 37 oC overnight in LB broth and subcultured at a dilution 
of 1:100  for a  further 2.5 h. The OD600 of  the cultures was measured and equal numbers of each 
strain were calculated and combined for a 1:1 ratio. Viable bacteria in the inoculum were quantified 
by plating dilution series on LB agar and the ratio of mutant to wild‐type bacteria was confirmed by 
colony patching on Lb agar containing kanamycin. Mice were sacrificed by neck dislocation after 3 
days.  Infected  spleens were  removed and homogenised  in 1  x PBS and  cells were  lysed  in  sterile 
MilliQ water  to  recover  the  bacteria.  Serial  dilutions  of  the  lysates were  plated  on  LB  agar  for 
enumeration of CFU. The ratio of mutant to wild‐type bacteria was calculated by colony patching on 
LB agar containing kanamycin. To calculate the CI, the ratio of mutant to wild‐type in the output was 
divided by the ration of mutant to wild‐type in the inoculum.  
 
2.10 STATISTICAL ANALYSIS 
Data are generally  represented as  the mean average of 3  independent experiments or more and 
variation is shown by the standard deviation of the mean (SD) or standard error of the mean (SEM). 
Statistical significance was determined using a Student’s  t‐test or a one‐way ANOVA and post‐hoc 
Dunnett test and indicated by a probability (p) value < 0.05.  
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CHAPTER 3 – Characterisation of SrfJ as a putative effector of the SPI‐2 T3SS  
 
3.1  INTRODUCTION 
The  two  component  system  SsrA/B  is  required  for  the  expression  of  genes  present  in  the  SPI‐2 
(which  includes genes for the two effectors SseG and SseF), but  it also regulates the expression of 
most other genes of effectors of the SPI‐2 T3SS located elsewhere in the chromosome (Garmendia et 
al., 2003; Geddes et al., 2005; Rytkonen et al., 2007; Worley et al., 2000).  
The  gene  srfJ  (SsrB‐regulated  factor  J)  encodes  a  protein  with  striking  similarity  to  a  human 
lysosomal glucosyl ceramidase (Kim et al., 2009). It was first identified in a genetic screen carried out 
by Heffron and colleagues (Worley et al., 2000). This study used a reporter system to  isolate genes 
whose  expression was  controlled  by  the  SsrA/B,  thereby  identifying  srfJ  and  another  nine  genes 
(including  the  gene  encoding  the  SPI‐2  T3SS  effector  SrfH)  located  in  separate  regions  of  the  S. 
Typhimurium  genome.  Expression  of  srfJ was  also  shown  to  depend  on  SsrA/B  regulation within 
epithelial cells and macrophages and was preferentially activated  in the  latter cell type  (Worley et 
al., 2000). Moreover, a  separate  study  found  that  a  strain  lacking  srfJ was  slightly attenuated  for 
virulence  in mice  (Ruiz‐Albert  et  al.,  2002). Although overall  these  findings  are  suggestive of  SrfJ 
being an effector of the SPI‐2 T3SS, translocation of SrfJ by the SPI‐2 T3SS has not been confirmed. 
The  aim  of  this  study was  to  test  the  hypothesis  that  SrfJ  is  a  novel  effector  of  the  SPI‐2  T3SS. 
Therefore, expression of srfJ under SPI‐2‐inducing conditions was  investigated, as well as secretion 
of SrfJ via  the SPI‐2 T3SS and detection of  the  translocated protein  in host cells. This chapter also 
outlines the creation of two srfJ deletion mutant strains and the analysis of their phenotypes with 
respect to intracellular growth.  
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3.2  RESULTS  
 
3.2.1 Analysis and characteristics of srfJ  
The srfJ open‐reading frame, which includes 1344 base pairs (bp) and has a 52% G+C content (similar 
to  the  S. Typhimurium  genome  average of 52.2%),  is predicted  to encode  a 49 KDa protein with 
glucosylceramidase  function. The  genes  STM4423  (825 bp; 44.1% G+C),  STM4424  (906 bp; 42.3% 
G+C) and STM4425  (1011 bp; 47.6% G+C),  located upstream of  srfJ, are annotated as encoding a 
putative DNA‐binding  protein,  endonuclease  and  dehydrogenase,  respectively.  STM4427  (834 bp; 
52.9%  G+C),  immediately  downstream  of  srfJ,  encodes  a  putative  endonuclease.  A  schematic 
diagram of  the chromosomal  region containing srfJ  in  the sequenced S. Typhimurium strain LT2  is 
depicted in Figure 3.1.  
A protein BLAST search (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) showed similarity between SrfJ and 
other bacterial glucosylceramidases (Fig 3.2). As well as being found in S. Typhimurium, the protein 
is present with 99%  identity at the amino acid  level  in S. Paratyphi B and a recently  identified non‐
pathogenic Escherichia coli strain. Other bacterial glucosylceramidases share similarity with SrfJ to a 
lesser degree  (47%  amino  acid  identity or  less).  These  are mostly  from Gram positive,  anaerobic 
bacteria.  Interestingly,  SrfJ  is  also  similar  to  a  human  lysosomal  glucosylceramidase,  sharing  30% 
amino  acid  sequence  identity  (Fig  3.2  and  3.3),  and  residues  involved  in  enzyme  catalysis  in  the 
human enzyme are conserved in SrfJ (Dvir et al., 2003; Kim et al., 2009). 
                        
3.2.2 Construction of srfJ deletion mutant strains 
Two  distinct  srfJ  deletion mutant  strains  (ΔsrfJ1  and  ΔsrfJ2) were  constructed  in  S.  Typhimurium 
strain 12023, using the λ red recombinase method (Datsenko and Wanner, 2000) portrayed in Figure 
3.4 A.  The  srfJ  gene  sequence was  obtained  from  the  S.  Typhimurium  LT2  genome  and  used  to 
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design  primers  for  amplification  of  a  kanamycin  resistance  cassette.  The  mutant  strains  were 
generated by a recombination event at the site of srfJ, thereby replacing the gene with the antibiotic 
resistance sequence.  In mutant ΔsrfJ1  the coding sequence was entirely deleted. However, due  to 
overlap  between  the  3’‐end  of  srfJ  and  the  predicted  ribosome  binding  site  of  the  gene  located 
immediately downstream (STM4427), a second mutant was designed where 300 bp at the end of srfJ 
were  left  intact  (ΔsrfJ2).  The  aim was  to  ensure  that  any  phenotypes  observed were  specific  to 
deletion  of  srfJ  and  not  a  product  of  interference with  the  expression  of  STM4427.  Figure  3.4 B 
shows  confirmation of mutant  genotypes using primers homologous  to  the  kanamycin  resistance 
cassette or the chromosomal region flanking srfJ.  
 
3.2.3 Replication of srfJ mutant strains inside host cells 
The SPI‐2 T3SS is known to promote intracellular growth of Salmonella inside host cells (Cirillo et al., 
1998; Hensel et al., 1998; Ochman and Groisman, 1996). To  investigate a possible role for srfJ  in S. 
Typhimurium  proliferation  inside  macrophages,  intracellular  numbers  of  the  srfJ  mutants  were 
compared with  a wild‐type  strain  and  a  strain  carrying  a mutation  in  ssaV,  a  gene  encoding  an 
essential  component of  the  SPI‐2  T3SS  (Beuzón  et  al., 1999). RAW 264.7 macrophages or mouse 
bone marrow‐derived macrophages were infected with the different strains. After a period of uptake 
of the bacteria and killing of extracellular bacteria with gentamicin, cells were lysed at selected time 
points to recover intracellular bacteria. Serial dilutions of the cell lysate were plated to measure the 
net bacterial load through counting of colony forming units (CFU). Net bacterial growth, however, is 
a  consequence of both  replication  and bacterial  killing  by host  cells. Our  laboratory has  recently 
developed a technique, Fluorescence Dilution (described extensively  in Chapter 4 of this thesis), to 
assess directly replication rates of bacteria  inside macrophages, using a dual‐fluorescence reporter 
system  (Helaine  et  al.,  2010).  The  plasmid  pDiGc  expresses  GFP  constitutively,  functioning  as  a 
bacterial  marker,  and  expression  of  DsRed  is  governed  by  an  arabinose‐inducible  promoter.  In 
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infections carried out with pre‐induced strains, replication undergone by the bacteria corresponds to 
the dilution of the pre‐synthesised pool of DsRed and can be measured by flow cytometry. Therefore 
replication of  the  srfJ mutant  strains was  also  assessed using  Fluorescence Dilution. Macrophage 
infections with pre‐induced bacteria were performed as described above and  intracellular bacteria 
were recovered and levels of DsRed fluorescence analysed at selected time points. The distribution 
of DsRed  fluorescence  intensity  is  represented  by  histograms where GFP  fluorescence  is  plotted 
against  the  frequency of events. Fold  replication between  two  time points can be calculated  from 
the geometric mean of DsRed fluorescence.  
In the measurement of intracellular growth in RAW 264.7 macrophages, initial bacterial loads at 2 h 
were  approximately  2  x  105  (Fig  3.5  A),  indicating  that  macrophages  were  infected  by  similar 
numbers of bacteria between the different strains. At 14 h, the 42‐fold increase in cfu ml‐1 observed 
for  the wild‐type  strain was  significantly higher  than  the  9‐fold  increase measured  for  the  ΔssaV 
mutant strain, consistent with previously published results (Fig 3.5 B). A 52‐fold change in bacterial 
load was calculated  for  the  ΔsrfJ1 mutant  strain,  similar  to wild‐type  levels. Fluorescence Dilution 
analysis in this cell type also revealed similar levels of replication between the wild‐type and ΔsrfJ1 
strains (138‐ and 108‐fold replication, respectively), which were significantly higher than the ΔssaV 
mutant strain (23‐fold replication) (Fig 3.6 B). Therefore, the srfJ gene does not appear to function in 
replication in this cell type.  
Similar experiments were performed in bone marrow‐derived macrophages (Fig 3.7). However, this 
cell  type  is  more  restrictive  to  Salmonella  growth  and  CFU measurements  showed  only  a  very 
modest increase in wild‐type bacterial numbers, starting at 16 h post‐uptake (1.7‐fold) and reaching 
2.5‐fold  increase  at 22 h  (Fig 3.7 B).  Similar bacterial  growth  levels were observed  for  the  ΔsrfJ1 
mutant, with a 1.4‐ and 2.0‐fold  increase at 16 h and 22 h, respectively. The ΔssaV strain, after an 
initial decrease  in bacterial numbers  from  to 2 h  to 14 h,  remained  relatively unchanged with net 
growth  values  of  0.7‐  and  0.9‐fold  (Fig  3.7  A).  This  phenotype  of  hindered  replication  of  S. 
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Typhimurium in bone marrow‐derived macrophages compared to RAW 264.7 macrophages was also 
apparent  in  assays  using  Fluorescence Dilution  (Fig  3.8). Once more,  virtually  no  replication was 
detected for the ΔssaV strain, having undergone approximately one round of bacterial division at 22 
h (2.2‐fold replication) (Fig 3.8 A).  In these assays, however, replication of the wild‐type strain was 
consistently double that of the ΔsrfJ1 mutant strain, reaching 44.3‐fold replication at 22 h compared 
to 19.1‐fold for the mutant strain. Therefore srfJ appears to contribute to intracellular replication of 
S. Typhimurium in bone marrow‐derived macrophages.   
The  replication defect observed  for  ΔsrfJ1 was also  confirmed with a  second  srfJ mutant  (ΔsrfJ2), 
where at each time point selected replication of the ΔsrfJ2 strain was two‐fold lower than the wild‐
type strain (Fig 3.8 B). On the other hand, attempts to confirm the replication defect of these strains 
by  complementation  did  not  achieve  the  expected  results  (Fig  3.9).  Expression  of  srfJ  from  the 
plasmid pWSK129 in the ΔsrfJ1 mutant strain produced a similar replication profile compared to the 
mutant strain alone or carrying the empty vector. Therefore the addition of srfJ was not sufficient to 
re‐establish wild‐type  levels of  replication  in  the mutant  strain. Nevertheless,  the occurrence of a 
replication defect in two distinct mutant strains suggests that the phenotype observed is not simply 
the  result  of  a  polar  effect  of  the mutation  and  that  srfJ  does  have  a  role  in  replication  of  S. 
Typhimurium in these macrophages. However, this effect remains to be confirmed.  
 
3.2.4 srfJ is expressed under SPI‐2‐expressing conditions 
To examine expression of srfJ, the one‐step PCR method (Uzzau et al., 2001) (Fig 3.10 A) was used to 
introduce a double haemagglutinin  (2HA) epitope sequence at  the 3’‐end of  the srfJ open‐reading 
frame in the chromosome of S. Typhimurium strain 12023 (srfJ‐2HA; Fig 3.10 B). A 2HA‐tagged copy 
of  the  gene  containing  the 300 bp  sequence upstream of  srfJ  in  S.  Typhimurium 12023 was  also 
inserted in the plasmid pWSK29 (pWSKsrfJ‐2HA). To establish if expression of srfJ occurs under SPI‐2‐
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inducing conditions, strains expressing either tagged SrfJ or another S. Typhimurium gene encoding a 
known effector of the SPI‐2 T3SS (SseJ) (Miao and Miller, 2000; Ruiz‐Albert et al., 2002) were grown 
in vitro in minimal medium (Mg‐MES) at pH 5.0 for 6 h. Bacterial growth in these conditions has been 
shown  to  activate  expression  of  the  SPI‐2  T3SS  and  its  cognate  effectors  (Beuzón  et  al.,  1999). 
Samples were prepared  from bacterial pellets  following centrifugation and subjected  to SDS‐PAGE 
and immunoblotting with anti‐HA or anti‐SseB antibody (Fig 3.10 C). Induction of suitable SPI‐2 gene 
expression  in  this experiment was  confirmed with SseB, a 22 KDa  translocon protein of  the SPI‐2 
T3SS. As expected,  substantial  levels of SseJ‐2HA were present  in bacteria  following  conditions of 
SPI‐2 expression.  However, similar levels of protein were also detected from either endogenous or 
plasmid‐expressed  srfJ‐2HA, establishing  that  srfJ  is expressed under SPI‐2  conditions.   Moreover, 
detection of the protein in the ΔsrfJ mutant strain carrying the plasmid construct indicates that the 
300 bp sequence upstream of srfJ  is sufficient to drive expression of the gene and, therefore, that 
the  promoter  sequence  is  contained within  this  region.    Expression  of  srfJ  under  SPI‐1‐inducing 
conditions was also tested by growing the strains to mid or late exponential phase in LB broth for 3.5 
h; however, no expression of srfJ was detected (data not shown).  
 
3.2.5 srfJ is regulated by the SsrA‐B system 
Most effectors of the SPI‐2 secretion system characterised to date have been shown to be regulated 
by  the  SsrA/B  two‐component  regulatory  system  (Garmendia  et  al.,  2003;  Geddes  et  al.,  2005; 
Rytkonen  et  al.,  2007; Worley  et  al.,  2000).  Likewise,  expression of  srfJ has been  reported  to be 
dependent on SsrA/B (Worley et al., 2000). To corroborate these findings, experiments were carried 
out  to  investigate  the expression of  srfJ  in either wild‐type or  ssrA mutant backgrounds. Plasmids 
containing srfJ‐2HA with or without (pWSKsrfJ‐2HA [‐pro]) the 300 bp sequence preceding the gene, 
were each  introduced  into the wild‐type and ssrA mutant strains. As described previously, bacteria 
were grown for 6 h in Mg‐MES at pH 5.0 to induce expression of the SPI‐2 T3SS and presence of SrfJ‐
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2HA was analysed by SDS‐PAGE and Western blotting of the protein fractions (Fig 3.11). The protein 
was  detected  in  the wild‐type  strain  containing  the  srfJ  upstream  sequence  but  not  in  the  ssrA 
mutant  strain,  confirming  that  the  promoter  activity of  srfJ  is  regulated by  SsrA/B. Moreover,  as 
predicted, detection of SseB exclusively in wild‐type samples showed overall lack of SPI‐2 expression 
in the absence of ssrA.  
 
3.2.6 Expression of STM4427 
The gene STM4427  is  located directly downstream of srfJ on the S. Typhimurium chromosome,  its 
sequence being immediately subsequent to the translation stop signal of srfJ and having a predicted 
ribosome binding site coinciding with the 3’ end of srfJ. Therefore the expression of the STM4427 
was also  investigated by reverse transcription polymerase chain reaction  (RT‐PCR) to determine  if 
the  two  genes  share  an  identical  activation  profile  and  whether  deletions  in  srfJ  affect  the 
expression  of  its  downstream  gene.  Total  RNA  were  extracted  from  several  S.  Typhimurium 
bacterial  strains grown  in varying  conditions,  followed by DNase  treatment  to eliminate genomic 
DNA and reverse transcription into cDNA. Quantitative PCR using SYBR Green was then performed 
to  amplify  cDNA  with  primer  sets  specific  for  the  genes  stm4427  or  srfJ  to  determine  their 
expression level.  
Levels of mRNA for both genes were analysed in a wild‐type strain grown in SPI‐1‐ or SPI‐2‐inducing 
conditions (3 h in LB or 6 h in MgMES at pH 5.0, respectively) and results were expressed in relation 
to LB growth (Fig 3.12 A). A three‐fold increase in mRNA levels of srfJ was observed and is consistent 
with  results described above  (section 3.2.4).  In  comparison, expression of STM4427 underwent a 
two‐fold increase. Therefore in both cases expression of the genes was considerably augmented in 
conditions  of  SPI‐2  T3SS  activation.  To  further  investigate  these  results,  a  similar  analysis  was 
performed this time relating  levels of mRNA between a wild‐type and an ssrA mutant strain, each 
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grown  in  SPI‐2‐inducing  conditions  (Fig  3.12  B).  As  was  described  previously  (section  3.2.5), 
expression of srfJ  is highly dependent on regulation by  the SsrA/B system. This was confirmed by 
RT‐PCR  analysis,  where  relative  levels  of mRNA  were minimal  (0.06)  in  the  ssrA mutant  strain 
compared  to  expression  in  the wild‐type  background.  Interestingly,  expression  of  STM4427  also 
appeared to be controlled by the SsrA/B, as mRNA  levels were greatly reduced (0.28)  in the strain 
lacking  the  regulatory  system.  Therefore,  expression  of  both  genes  occurs  in  conditions 
characteristic of SPI‐2 T3SS activation and is dependent on the SsrA/B.  
Due to the proximity of the two genes on the S. Typhimurium chromosome, expression of STM4427 
was also analysed  in the complete (ΔsrfJ1) and partial (ΔsrfJ1) srfJ deleted strains constructed (Fig 
3.4 B).  In both  strains a  striking  increase  in mRNA  levels of STM4427 was observed compared  to 
levels  in the wild‐type strain  (27.1‐ and 14.2‐fold  increase, respectively, not statistically significant 
between them) (Fig 3.12 C). Therefore expression of STM4427 is significantly altered in the absence 
of srfJ. 
 
3.2.7 Lack of SPI‐2 T3SS‐dependent secretion of SrfJ 
To investigate the possibility that SrfJ is a secreted effector of the SPI‐2 T3SS, a 2HA epitope‐tagged 
copy of srfJ was also introduced in the chromosome of a S. Typhimurium strain carrying a mutation 
in  ssaV  (Fig 3.13 A). Wild‐type and  ssaV mutant  strains  containing  srfJ or  sseJ  tagged genes were 
grown  in Mg‐MES at pH 5.0, to activate the expression of SPI‐2 T3SS and secretion of  its effectors. 
Under these conditions, small amounts of secreted effectors accumulate on the wall of the vessels in 
which the bacteria are grown, as the plastic surface adsorbs the proteins (Yu et al., 2004), and can be 
recovered for separation by SDS‐PAGE and analysed by immunoblotting. SseJ‐2HA and SrfJ‐2HA were 
both expressed and detected  in  the bacterial pellet  fraction  (Fig 3.13 B). However, whereas SseJ‐
2HA, known to be secreted  in an SPI‐2‐dependent manner (Freeman et al., 2003; Ruiz‐Albert et al., 
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2002), was also present in the secreted fraction, secretion of SrfJ‐2HA was not observed and a strain 
harbouring pWSKsrfJ‐2HA produced  similar  results.  SseB detected  extracellularly  in wild‐type  and 
srfJ mutant backgrounds but not in the ssaV mutant, as secretion is completely blocked in this strain, 
provided confirmation for SPI‐2‐dependent secretion.    
To  test  the  possibility  that  SrfJ  was  secreted  but  remained  soluble,  proteins  in  the  culture 
supernatant were also  collected by  trichloroacetic acid  (TCA) precipitation.  In  sseJ‐2HA‐expressing 
strains, secretion of SseJ and SseB were observed in the wild‐type background but not in the SPI‐2‐
deficient ssaV mutant background  (Fig 3.13 C), as  in Figure 3.12 B. However, secretion of SrfJ‐2HA 
was still not be detected in these conditions.  
Variations  on  these  two  techniques were  also  tested,  including  extending  the  length  of  bacterial 
incubation in Mg‐MES at pH 5.0, and switching the culture medium pH from 5.0 to 7.2. As described 
previously  (Chapter  1,  section  1.6.2),  recent work  from  our  laboratory  has  shown  that  although 
assembly of the SPI‐2 T3SS occurs at pH 5.0, enhanced secretion of SPI‐2 T3SS effectors  is  induced 
when bacteria sense neutral pH (Yu et al., 2010). Therefore bacteria were grown  in Mg‐MES at pH 
5.0  for  4  h  before  being  transferred  to Mg‐MES  at  pH  7.2  for  a  further  1.5  h.  However,  these 
alterations produced similar results to those described above (data not shown). 
 
3.2.8 Absence of detection of SrfJ in host cells 
To investigate whether SrfJ is translocated into host cells, bone marrow‐derived macrophages were 
infected with S. Typhimurium wild‐type strains expressing srfJ‐2HA or sseJ‐2HA. Cells were fixed at 
16  h  after  bacterial  uptake,  treated with  saponin  to  permeabilise  host  cell membranes,  allowing 
detection  of  translocated  proteins,  and  immunolabelled  with  anti‐Salmonella  and  anti‐HA 
antibodies. High  levels of HA  labelling were detected  in  the cytosol of host cells  infected with  the 
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sseJ‐2HA expressing strain. However, translocation of SrfJ was not observed in macrophages infected 
with bacteria expressing srfJ‐2HA (Fig 3.14 A).  
Detection  of  translocated  effectors  can  sometimes  be  facilitated  by  the  addition  of  proteasomal 
degradation  inhibitors (Mazurkiewicz et al., 2008). To determine  if SrfJ  is translocated but cytosolic 
detection  is hindered by  intracellular degradation or  low  levels of  the protein,  infected cells were 
incubated with 10 µg / ml of  the proteasome  inhibitor MG132  for  the  last 2 h of  infection. Under 
these conditions, a higher intensity of SseJ‐2HA labelling was observed but SrfJ remained undetected 
(Fig 3.14 B).   Similar results were obtained from  infections carried out  in RAW 264.7 macrophages 
and HeLa epithelial cells with the same strain or a strain harbouring pWSKsrfJ‐2HA, where cells were 
fixed at different time points following infection (data not shown). 
 
3.3  SUMMARY 
Work presented in this chapter has focused on the characterisation of SrfJ as a putative new effector 
of  the  SPI‐2  T3SS.  The  gene  srfJ  is  present  in  the  genome  of  Salmonella  enterica  serovars 
Typhimurium and Paratyphi B and encodes a 49 KDa protein with remarkable similarity to a human 
lysosomal glucosylceramidase. Two  separate S. Typhimurium  strains  lacking  srfJ were  constructed 
and found to have an intracellular replication defect in primary bone marrow‐derived macrophages. 
However,  this  effect  on  replication was  not  visible  in  RAW  264.7 macrophages  and  attempts  to 
complement  the phenotype were unsuccessful. Expression of srfJ was shown  to occur under SPI‐2 
T3SS‐inducing  conditions  and  to  be  dependent  on  SsrA/B,  a  two‐component  regulatory  system 
required for activation of the SPI‐2 T3SS and which regulates the expression of most genes of SPI‐2 
effectors. However,  secretion  of  SrfJ was  not  detected  in  vitro  in  two  different  approaches  and 
translocation  of  the  protein  was  not  observed  in  several  cell  types  tested.  Finally,  analysis  of 
STM4427,  the gene  located  immediately downstream of srfJ on  the S. Typhimurium chromosome, 
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revealed that expression of the gene is activated in similar conditions to srfJ and that deletions in srfJ 
significantly affect the mRNA levels of this gene. Overall, more work is required to determine if SrfJ is 
an effector of the SPI‐2 T3SS, despite an expression phenotype  indicative of  intracellular activation 
and typical of SPI‐2 T3SS effectors.   
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Figure  3.1  Schematic  diagram  of  the  chromosomal  region  adjacent  to  srfJ  (STM4426)  in  the 
sequenced S. Typhimurium LT2 genome. The degree of G/C content of each open‐reading frame is 
represented by colour, according to the scale indicated below. The exact location of the genes in the 
LT2 genome is specified by numeric markers. Figure adapted from the coliBASE database (Chaudhuri 
et al., 2004). 
 
 
 
 
Figure 3.2 Phylogenetic dendrogram displaying the similarity between SrfJ of S. Typhimurium and 
other  proteins  of  human  or  bacterial  hosts.  Obtained  from  a  multiple  sequence  alignment 
performed using ClustalW  (http://align.genome.jp/).  Input sequences were sourced from a protein 
BLAST search for SrfJ amino acid sequence. 
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SrfJ         -------------MKGRLISSDPYRQQFLVERAVSFSHRQRDCS------ 31 
hGluCer      MEFSSPSREECPKPLSRVSIMAGSLTGLLLLQAVSWASGARPCIPKSFGY 50 
                            .*:         :*: :***::   * *        
 
SrfJ         -------------------------------------------------- 
hGluCer      SSVVCVCNATYCDSFDPPTFPALGTFSRYESTRSGRRMELSMGPIQANHT 100 
                                                                 
 
SrfJ         ---ELISVLPRHALQQIDGFGGSFTEGAGVVFNSMSEKTKAQFLSLYFSA 78 
hGluCer      GTGLLLTLQPEQKFQKVKGFGGAMTDAAALNILALSPPAQNLLLKSYFSE 150 
                 *::: *.: :*::.****::*:.*.: : ::*  ::  :*. ***  
 
SrfJ         QEHNYTLARMPIQSCDFSLGNYAYVDSSADLQQGRLSFSR-DEAHLIPLI 127 
hGluCer      EGIGYNIIRVPMASCDFSIRTYTYADTPDDFQLHNFSLPEEDTKLKIPLI 200 
             :  .*.: *:*: *****: .*:*.*:. *:*  .:*:.. *    **** 
 
SrfJ         SGALRLNP-HMKLMASPWSPPAFMKTNNDMNGGGKLR----RECYADWAD 172 
hGluCer      HRALQLAQRPVSLLASPWTSPTWLKTNGAVNGKGSLKGQPGDIYHQTWAR 250 
               **:*    :.*:****:.*:::***. :** *.*:       :  **  
 
SrfJ         IIINYLLEYRRHGINVQALSVQNEP----VAVKTWDSCLYSVEEETAFAV 218 
hGluCer      YFVKFLDAYAEHKLQFWAVTAENEPSAGLLSGYPFQCLGFTPEHQRDFIA 300 
              ::::*  * .* ::. *::.:***    ::  .::.  :: *.:  * . 
 
SrfJ         QYLRPRLARQGMDEMEIYIWDHDKDGLVDWAELAFADEANYKGINGLAFH 268 
hGluCer      RDLGPTLANSTHHNVRLLMLDDQRLLLPHWAKVVLTDPEAAKYVHGIAVH 350 
             : * * **..  .::.: : *.::  * .**::.::*    * ::*:*.* 
 
SrfJ         WYT---GDHFSQIQYLAQCLPDKKLLFSEGCVP-MESDAGSQIRHWHT-- 312 
hGluCer      WYLDFLAPAKATLGETHRLFPNTMLFASEACVGSKFWEQSVRLGSWDRGM 400 
             **    .   : :    : :*:. *: **.**     : . ::  *.    
 
SrfJ         -YLHDMIGNFKSGCSGFIDWNLLLNSEGGPNHQGNLCEAPIQYDAQNDVL 361 
hGluCer      QYSHSIITNLLYHVVGWTDWNLALNPEGGPNWVRNFVDSPIIVDITKDTF 450 
              * *.:* *:     *: **** **.*****   *: ::**  *  :*.: 
 
SrfJ         RRNHSWYGIGHFCRYVRPG-ARVMLSSSYDNLLEEVGFVNPDGERVLVVY 410 
hGluCer      YKQPMFYHLGHFSKFIPEGSQRVGLVASQKNDLDAVALMHPDGSAVVVVL 500 
              ::  :* :***.:::  *  ** * :* .* *: *.:::***. *:**  
 
SrfJ         NRDVQERRCRVLDGDKEIALTLPP-SGASTLLWRQESI 447 
hGluCer      NRSSKDVPLTIKDPAVGFLETISPGYSIHTYLWRRQ-- 536 
             **. ::    : *    :  *:.*  .  * ***::   
 
 
Figure 3.3 ClustalW sequence alignment (http://www.ebi.ac.uk/Tools/clustalw2/index.html) of amino 
acid sequences of SrfJ and human lysosomal glucosylceramidase (hGluCer). Residues E235 and E340, 
identified  as  the  acid/base  catalyst  and  nucleophile  of  the  enzymatic  reaction,  respectively,  are 
coloured red. Residues  involved  in binding of substrate glucose ring moiety and residues engaged  in 
hydrogen bond network with catalytic residues are coloured blue and pink, respectively. ClusterW key: 
Identical residues between the alignment are  indicated by “*”; conserved substitutions are  indicated 
by “:”; residues that have semi‐conserved substitutions are indicated by “.”.  
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Figure  3.4  (A)  Schematic  diagram  of  the  λ  red  recombinase  technique  (Datsenko  and Wanner, 
2000). Forward and reverse primers containing a sequence extension homologous to the 5’‐ and 3’‐
end sequences  (H1 and H2) on either side of the target gene, respectively, are used  to amplify an 
antibiotic  resistance  cassette  flanked  by  FRT  sites  (a).  Upon  electroporation,  homologous 
recombination occurs between  the amplified product and  the chromosomal  region containing  the 
target gene  in a  strain expressing  the  λ  red  recombinase,  thus  replacing  the  target gene with  the 
antibiotic  resistance  cassette. Mutant  genotypes  can  be  confirmed  using  primers  homologous  to 
regions flanking the target gene (F and R) or to sequences within the antibiotic resistance cassette 
(b).  The  antibiotic  resistance  cassette  can  be  removed  from  the  recombinant  strain  following 
transformation with  a  plasmid  expressing  the  FLP  recombinase.  Excision  occurs  at  the  FRT  sites, 
ultimately leaving a small residual scar sequence in place of the deleted gene (c).    
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Figure 3.4  (B) Generation of S. Typhimurium ∆srfJ1 and ∆srfJ2 mutant strains using the λ red 
recombinase technique. The gene srfJ was entirely (∆srfJ1) or partially (∆srfJ2) deleted from the 
chromosome of S. Typhimurium strain 12023 by replacement with a kanamycin resistance cassette. 
Mutant genotypes were confirmed by colony PCR of mutant strains with  the primer combinations 
F+kt  and R+k2,  as  illustrated  in  (A),  kt  and  k2 being  specific  for  sequences within  the  kanamycin 
resistance  cassette  (i).  Excision  of  the  kanamycin  resistance  cassette  by  the  FLP  recombinase  in 
ΔsrfJ1 and ΔsrfJ2 strains was confirmed by colony PCR with primer combination F+R (ii).  
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Figure  3.5  Analysis  of  intracellular  growth  of  S.  Typhimurium  strain  ΔsrfJ1  in  RAW  264.7 
macrophages by  enumeration of  colony‐forming units  (CFU). Cells were  infected with wild‐type, 
ssaV or srfJ mutant strains. At 2 h and 14 h after bacterial uptake, cells were  lysed and plated  for 
quantification of intracellular bacteria. (A) The net bacterial load (cfu/ml) was determined at 2 h and 
14 h and (B) values of fold increase were calculated from the ratio of intracellular bacterial count at 
14  h  to  bacterial  numbers  at  2  h.  Results  are  expressed  as  means  േ  SD  of  four  independent 
experiments, each performed in triplicate. P‐values were obtained by Student’s t‐test (* < 0.05; ** < 
0.01). 
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Figure  3.6  Analysis  of  intracellular  replication  of  S.  Typhimurium  strain  ΔsrfJ1  in  RAW  264.7 
macrophages using Fluorescence Dilution. Macrophages were infected in the absence of arabinose 
with pre‐induced wild‐type, ssaV or srfJ mutant strains carrying pDiGc (constitutive GFP; arabinose‐
inducible DsRed). Cells were lysed at 2 h and 14 h post‐inoculation and levels of DsRed fluorescence 
of  intracellular bacteria were analysed by  flow cytometry.  (A) Representative histograms of DsRed 
fluorescence  dilution.  (B)  Fold  replication  values  were  calculated  from  the  geometric means  of 
DsRed fluorescence, as the ratio of replication at 14 h to replication at 2 h. Results are expressed as 
the means േ SD of 2  independent experiments carried out  in triplicate. P‐values were obtained by 
Student’s t‐test (* < 0.05).   
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Figure 3.7 Analysis of intracellular growth of S. Typhimurium strain ΔsrfJ1 in bone marrow‐derived 
macrophages by enumeration of colony‐forming units (CFU). Macrophages were infected with wild‐
type, ssaV or srfJ mutant strains, lysed at indicated time points following bacterial uptake and plated 
for  quantification  of  intracellular  bacteria.  (A)  The  net  bacterial  load  (cfu/ml) was  determined  at 
each  time  point  and  (B)  values  of  fold  increase  were  calculated  from  the  ratio  of  intracellular 
bacterial count at 14 h, 16 h or 22 h to bacterial numbers at 2 h. Results are expressed as means േ 
SD  of  six  independent  experiments,  each  performed  in  triplicate.  P‐values  were  obtained  by 
Student’s t‐test (** < 0.01). 
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Figure 3.8 Analysis of intracellular replication of S. Typhimurium strains (A) ΔsrfJ1 and (B) ΔsrfJ2 in 
bone marrow‐derived macrophages using Fluorescence Dilution. Macrophages were infected in the 
absence  of  arabinose  with  pre‐induced  wild‐type,  ssaV  or  srfJ  mutant  strains  carrying  pDiGc 
(constitutive GFP; arabinose‐inducible DsRed). Cells were  lysed at  indicated  times post‐inoculation 
and  levels  of  DsRed  fluorescence  of  intracellular  bacteria  were  analysed  by  flow  cytometry.  (i) 
Representative histograms of DsRed fluorescence dilution (ii) Fold replication values were calculated 
from the geometric means of DsRed fluorescence, as the ratio of replication at 14 h, 16 h or 22 h to 
replication  at  2  h.  Results  are  expressed  as  the  means  േ  SD  of  (A)  5  or  (B)  2  independent 
experiments carried out in triplicate. P‐values were obtained by Student’s t‐test (* < 0.05; ** < 0.01; 
*** < 0.001).   
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Figure 3.9 Analysis of  intracellular  replication of  S. Typhimurium  strain  ΔsrfJ1 expressing  srfJ  in 
bone marrow‐derived macrophages using Fluorescence Dilution. Macrophages were  infected with 
the  indicated  strains  carrying  pDiGc  (constitutive  GFP;  arabinose‐inducible  DsRed),  grown  with 
arabinose prior  to  infection.  Infections were carried out  in  the absence of arabinose and  the cells 
were  lysed  at  2  h,  18  h  and  20  h  post‐inoculation.  Levels  of DsRed  fluorescence  of  intracellular 
bacteria were  analysed  by  flow  cytometry  and  fold  replication  values were  calculated  from  the 
geometric means of DsRed fluorescence, as the ratio of replication at 18 h or 20 h to replication at 2 
h. Results are expressed as the means േ SEM of 3 independent experiments carried out in triplicate. 
P‐values were obtained by Student’s t‐test (* < 0.05; ** < 0.01; *** < 0.001).   
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Figure 3.10 srfJ is expressed in vitro under SPI‐2‐inducing conditions. (A) Schematic diagram of the 
one‐step PCR technique for construction of 2HA epitope‐tagged strains. A DNA sequence encoding a 
double haemagglutinin (HA) epitope and an antibiotic resistance cassette is amplified using forward 
and reverse primers containing sequence extensions homologous to regions  immediately upstream 
of  the  translation  stop  signal of  the  target gene or downstream  from  the gene,  respectively. The 
amplified fragment is incorporated by a recombination event into the target chromosomal region of 
a S. Typhimurium strain expressing the λ red recombinase. (B) Generation of a S. Typhimurium strain 
expressing  srfJ‐2HA  using  the  one‐step  PCR  technique.  Insertion  of  a  2HA  tag  sequence  and  a 
kanamycin resistance cassette  into the genome of S. Typhimurium 12023 at the 3’ end of srfJ was 
confirmed by  colony PCR with primers homologous  to  sequences  flanking  the gene.  (C)  Indicated 
strains were cultured for 6 h in Mg‐MES at pH 5.0. Expression of SrfJ (49 KDa) or SseJ (45 KDa) HA‐
tagged proteins was analysed by immunoblot of protein samples from bacterial pellets using an anti‐
HA antibody. Induction of SPI‐2 expression was verified by immunoblot against SseB (22 KDa). 
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Figure  3.11  in  vitro  expression  of  srfJ  is  regulated  by  the  SsrA/B  two‐component  regulatory 
system. Wild‐type or ssrA mutant strains of S. Typhimurium expressing srfJ‐2HA  in the presence or 
absence of a 300 bp sequence upstream of the gene were cultured  in Mg‐MES at pH 5.0. Proteins 
recovered from the bacterial cell pellet were analysed by immunoblotting with anti‐HA antibody to 
detect expression of SrfJ‐2HA (49 KDa). Samples were probed for SseB (22 KDa) to confirm induction 
of SPI‐2 expression and for RecA as loading control for this experiment. 
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Figure 3.12 Analysis of STM4427 expression using RT‐PCR.  (A) Fold variation of STM4427 and srfJ 
mRNA levels  in a S. Typhimurium wild‐type strain grown in MgMES at pH 5.0 (MgM) relative to the 
same strain grown  in LB. Data are mean േ SD of one experiment performed  in duplicate.  (B) Fold 
variation of STM4427 and srfJ mRNA levels in a S. Typhimurium ssrA mutant strain grown in MgMES 
at  pH  5.0  relative  to  a  wild‐type  strain.  Data  are mean േ  SD  of  one  experiment  performed  in 
duplicate.  (C)  Fold  variation  in  STM4427  mRNA  levels  in  S.  Typhimurium  strains  containing  a 
complete (ΔsrfJ1) or partial (ΔsrfJ2) deletion in the srfJ gene compared to a wild‐type strain. Results 
are expressed as the means േ SEM of 3 independent experiments carried out in duplicate. 16S rRNA 
levels were measured  in (A), (B) and (C) as control. P‐values were obtained by Student’s t‐test (* < 
0.05).  
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Figure 3.13 Analysis of SrfJ secretion in vitro under SPI‐2‐inducing conditions. (A) Generation of a S. 
Typhimurium ssaV mutant strain expressing srfJ‐2HA using the one‐step PCR technique. Sequences 
encoding a 2HA epitope and a kanamycin resistance gene were  inserted at the 3’ end of srfJ  in the 
ΔssaV  strain. The  insertion was  confirmed by  colony PCR with primers homologous  to  sequences 
flanking the gene. (B, C)  Indicated strains expressing 2HA‐tagged srfJ or sseJ were grown for 6 h  in 
Mg‐MES at pH 5.0.  Proteins were recovered from the bacterial cell pellet (P). Extracellular proteins 
were also recovered from (B) the plastic surface of the growth vessel (S) or (A) culture supernatant 
by TCA precipitation (SN). Protein fractions were analysed by immunoblot with an anti‐HA antibody 
to detect SrfJ  (49 KDa) or SseJ  (45 KDa).  Induction of SPI‐2 expression was verified by  immunoblot 
against SseB (22 KDa). 
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Figure  3.14 Analysis  of  translocation  of  SrfJ  in  bone marrow‐derived macrophages.  (A,  B)  Cells 
were  infected with S. Typhimurium wild‐type strains expressing endogenous or 2HA‐tagged srfJ or 
sseJ. At 16 h post‐inoculation, cells were fixed and  immunolabelled using anti‐Salmonella and anti‐
HA  antibodies  (green  and  red,  respectively,  in  merged  images)  and  imaged  using  confocal 
microscopy.  (B) These panels correspond to  infections where 10 µg ml‐1 of a proteasome  inhibitor 
MG132 was added to the culture media for the last 2 h of infection. Scale bars represent 5 µm. 
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CHAPTER 4 ‐ Comprehensive study of the contribution of S. Typhimurium SPI‐
2 T3SS effectors to bacterial replication in macrophages 
 
4.1  INTRODUCTION 
The  ability  of  Salmonella  to  proliferate  within  macrophages  is  critical  for  the  development  of 
systemic disease    (Fields et al., 1986). The SPI‐2 T3SS has been shown to be essential  for bacterial 
proliferation in host cells, including macrophages (Cirillo et al., 1998; Hensel et al., 1998; Salcedo et 
al., 2001). Moreover, the role of the SPI‐2 T3SS has also been associated with survival of the bacteria 
inside cells, through avoidance of host killing mechanisms. It has been proposed that the SPI‐2 T3SS 
enables  Salmonella  to  avoid  fusion  of  the  SCV with  lysosomes  (Uchiya  et  al.,  1999),  as well  as 
reactive nitrogen intermediates (RNI) (Chakravortty et al., 2002) and reactive oxygen species (ROS) in 
macrophages (Gallois et al., 2001; Vazquez‐Torres et al., 2000). However, evasion of lysosome fusion 
by S. Typhimurium has since been contested, as sustained and dynamic  interactions between SCVs 
and  the  late  endosomal  system  have  been  described  in  epithelial  cells  using  live‐cell  imaging 
(Drecktrah et al., 2007). Moreover, avoidance of the oxidative burst by the SPI‐2 T3SS, proposed to 
be achieved through the  inhibition of NADPH oxidase assembly at the phagosomal membrane, has 
also been disputed by a recent report  (Aussel et al., 2011). Aussel et al used a reporter system  to 
monitor levels of hydrogen peroxide during Salmonella infection of macrophages, where expression 
of GFP was under the control of ROS produced by the host cell. GFP expression in wild‐type and SPI‐
2  null  strains was  identical  and  no  significant  difference was  found  in  competitive  index  studies 
comparing the two strains in either wild‐type or phox‐/‐ mice lacking the phagocyte NADPH oxidase . 
Therefore, the involvement of the SPI‐2 T3SS in bacterial resistance to killing remains unclear.   
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Studies  carried  out  in  our  laboratory  suggest  that  the  SPI‐2  T3SS  functions mainly  in  enabling  a 
proliferative  state of Salmonella  inside host cells,  rather  than having an  impact on  survival of  the 
bacteria.  Intracellular bacterial growth  is usually quantified by determination of net bacterial  load 
within  infected cells, by counting colony‐forming units (CFU) from cell or tissue  lysates plated onto 
medium. However,  CFU  counts  are  the  product  of  both  replication  and  killing  undergone  by  the 
bacteria  and  they  do  not  permit  differentiation  between  these  two  factors.  In  vivo work with  a 
temperature‐sensitive plasmid  has been used  to distinguish between  bacterial  growth  and  killing 
(Shea et al., 1999). Bacterial numbers were assessed in the spleens of mice infected with either wild‐
type or SPI‐2 T3SS null strains carrying  the non‐replicating plasmid. Although  the mutant bacterial 
load recovered was significantly reduced compared to the wild‐type strain, the number of bacteria 
carrying  the plasmid remained approximately  the same  (Shea et al., 1999). This  indicated  that  the 
difference  in  total CFU was  likely  to be a  result of unequal  replication,  rather  than  the extent of 
killing sustained by the bacteria.  
In  accordance  with  these  findings,  a  recent  study  also  performed  in  our  laboratory  showed 
unambiguously that the SPI‐2 T3SS contributes to  intracellular replication as opposed to avoidance 
of  killing  (Helaine  et  al.,  2010).  This work was based on  the development  of  a dual‐fluorescence 
reporter system, designated Fluorescence Dilution, to assess bacterial replication directly. A plasmid 
(pDiGc) was constructed where GFP  is expressed constitutively while expression of DsRed  is under 
the  control  of  an  arabinose‐inducible  promoter.  Bacteria  carrying  pDiGc  are  initially  exposed  to 
arabinose to drive production of DsRed. Upon infection of macrophages in the absence of arabinose, 
the pre‐formed pool of DsRed becomes halved with each bacterial cell division. Dilution of the red 
fluorescence  can  be  measured  by  flow  cytometry  and  corresponds  to  intracellular  replication, 
whereas constant production of GFP functions as a marker for bacteria. Therefore this system allows 
direct  quantification  of  replication  at  both  the  population  and  single‐cell  levels.  Fluorescence 
Dilution was  used  to  study  the  replication  dynamics  of  S.  Typhimurium  inside macrophages.  By 
comparing  bacterial  replication  to  net  growth  rates  (by  CFU  measurement)  it  was  possible  to 
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determine the  level of killing undergone by the bacteria. A comparison between a wild‐type and a 
SPI‐2 mutant strain showed that the difference in replication between the two strains was sufficient 
to account  for overall differences  in net growth,  therefore providing evidence  that  the SPI‐2 T3SS 
does not contribute significantly to avoid host killing mechanisms. Similar results were obtained  in 
phox‐/‐ macrophages, where impairment of the respiratory burst did not result in rescue of the SPI‐2 
null  phenotype  (Helaine  et  al.,  2010).  Therefore,  it  can  be  concluded  that  the  SPI‐2  T3SS  is 
responsible for bacterial replication in macrophages. 
The replication dynamics of a wild‐type and a SPI‐2‐deficient ΔssaV mutant strain were assessed by 
Fluorescence Dilution  (Helaine et al., 2010).  In bone marrow‐derived macrophages  there was very 
little replication of the wild‐type strain  in the first 6 h of  infection and between 6 h and 16 h there 
was on average a  ten‐fold  increase  in bacterial numbers. However, over  the  same period of  time 
there was virtually no  replication of  the ΔssaV mutant. Therefore,  in  this cell  type,  the SPI‐2 T3SS 
appears  to  be  absolutely  essential  for  replication  to  occur.  In  the  same  study,  analysis  of 
fluorescence distribution in the wild‐type population revealed a very heterogeneous profile from the 
onset of replication (measured at 10 h, 14 h and 22 h). This is characteristic of the variation observed 
in the ability of S. Typhimurium to replicate inside macrophages, where a single cell can be seen to 
harbour  several  bacteria  having  undergone  varying  degrees  of  bacterial  division  (Helaine  et  al., 
2010). Interestingly, the existence of a non‐replicating population was detected using this technique 
and  can  be  observed  on  histogram  plots  as  the  percentage  of  a  total  population  that  does  not 
undergo any division and, therefore, maintains initial levels of fluorescence (Helaine et al., 2010). 
As part of the same work, replication was also measured in the RAW 264.7 macrophage cell line. In 
contrast to primary macrophages, cell lines are more permissive to S. Typhimurium growth (Hensel 
et al., 1998; Schwan et al., 2000) and a moderate replication of the ΔssaV mutant strain occurs  in 
this cell type (Helaine et al., 2010). The onset of replication for the wild‐type and ΔssaV strains was 
considerably earlier in RAW 264.7 macrophages, with some dilution of fluorescence visible between 
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2  h  and  4  h.  Although  both  strains  replicated  equally  at  an  early  stage,  from  6  h  onwards  the 
replication  kinetics  of  the  two  strains  differed  significantly.  The  wild‐type  strain  experienced  a 
threefold rise  in replication compared to the ΔssaV strain, which  is consistent with  initiation of the 
activity of the SPI‐2 T3SS at approximately 6 h post‐uptake. Overall, the divergence between the two 
strains was  found  to be a consequence of  the  rate of  replication. This was  illustrated by a  similar 
fluorescence  distribution  between  the  wild‐type  strain  at  12  h  and  the  ΔssaV  strain  at  24  h. 
Moreover, also  in contrast  to bone marrow‐derived macrophages,  the profile of  replication of  the 
bacterial populations in RAW 264.7 macrophages was significantly less heterogeneous and followed 
a normally‐distributed curve, similar to bacteria grown in laboratory medium (Helaine et al., 2010).   
However, despite  the  importance of  the  SPI‐2 T3SS  in  S. Typhimurium  replication,  little  is  known 
about which translocated effectors mediate this function. Approximately 30 effectors were reported 
to be secreted via the SPI‐2 T3SS  (Haraga et al., 2008; McGhie et al., 2009; Niemann et al., 2011), 
although only five have been shown to be directly involved in bacterial proliferation. SseF and SseG 
are essential for the Golgi  localisation of SCVs  in  infected cells. Strains  lacking sseF or sseG have an 
approximately two‐fold growth defect in RAW macrophages (Hensel et al., 1998; Kuhle and Hensel, 
2002) and epithelial  cells  (Salcedo and Holden, 2003). Another  three effectors  functioning  in  SCV 
membrane dynamics are associated with bacterial replication: SifA, SseJ and SopD2. The growth of a 
ΔsifA mutant has been well documented, with several studies reporting a strong growth defect of 
ΔsifA in macrophages (Beuzón et al., 2000; Beuzon et al., 2002; Brumell et al., 2001; Freeman et al., 
2003;  Salcedo et al., 2001;  Schroeder et al., 2010). However,  the  circumstances of growth of  the 
ΔsifA mutant  strain  are not  identical  to  SPI‐2 null  strains,  as  this  strain  characteristically  loses  its 
vacuole  inside  host  cells  (Salcedo  et  al.,  2001).  Interestingly,  in  the microbicidal  environment  of 
macrophages  this  leads  to  killing of  the bacteria, whereas  in epithelial  cells  the bacteria undergo 
increased replication  in the cytosol, outside the nutrient‐deprived environment of the SCV (Beuzon 
et  al.,  2002).  SseJ  esterifies  cholesterol  in  host  cells  and  has  also  been  shown  to  be  involved  in 
bacterial growth, as a  ΔsseJ  strain  is also attenuated  in RAW 264.7 macrophages  (Freeman et al., 
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2003)  and  peritoneal  macrophages  (Ruiz‐Albert  et  al.,  2002).  Finally,  SopD2  also  regulates  SCV 
dynamics, although  its exact  function  is not clear. A decrease  in bacterial  load of a  ΔsopD2  strain 
compared  to a wild‐type  strain was  shown  in RAW 264.7 macrophages  (Jiang et al., 2004), but  a 
second study in the same cell type did not detect a growth defect (Schroeder et al., 2010).  
The aim of this part of the project was to determine the contributions of individual effectors of the 
SPI‐2 T3SS to  intra‐macrophage replication of S. Typhimurium. To that effect bone marrow‐derived 
macrophages were  infected with  several mutant  strains  to  determine  their  level  of  intracellular 
replication using Fluorescence Dilution. Moreover, strains combining  two or more mutations were 
also tested, with the aim of generating a strain with a replication defect similar to a SPI‐2 null strain. 
Such  a  strain,  combining  an  ssaV mutant‐like  effect on  replication  and  a  fully‐functional  T3SS  for 
delivery of heterologous antigens, could be exploited in vaccine design. The construction of some of 
the mutant strains used in this work is also outlined in this chapter.  
 
4.2  RESULTS 
 
4.2.1 Generation of S. Typhimurium single mutant strains  
Strains carrying mutations  in most genes encoding effectors of the SPI‐2 T3SS were available from 
our  laboratory  strain  collection.  To  obtain  a  complete  set  of  mutant  strains,  eight  additional 
chromosomal mutations were  generated  using  the  λ  red  recombinase  technique  (Datsenko  and 
Wanner, 2000). The genes srfH, pipB, pipB2, gtgA, gtgE, cigR, sifB and sseK3 were deleted entirely 
from the chromosome of S. Typhimurium strain 12023 by substitution with a kanamycin resistance 
cassette. As described  in Chapter 3, primers with  sequences homologous  to  regions  flanking  the 
target  genes  were  designed  to  amplify  the  antibiotic  cassette.  The  resulting  PCR  product  was 
inserted  into  the  chromosome  of  a  λ  red  recombinase‐expressing  strain  12023  by  homologous 
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recombination.  The mutant  genotype was  confirmed  by  colony  PCR  of  the  chromosomal  region 
spanning the target gene  in either wild‐type or mutant strains, based on the predicted size of the 
amplified  fragments  (Fig  4.1).  Internal  primers  homologous  to  regions  within  the  kanamycin 
resistance cassette were also used to confirm further the substitution of the gene by the resistance 
gene (Fig 4.1). The ΔsseK3 strain was carried out by Jayna Mistry (BSc project under my supervision).  
 
4.2.2 Assessing the contribution of SPI‐2 T3SS effectors to S. Typhimurium replication  in bone 
marrow‐derived macrophages 
A comprehensive analysis of the replication of several S. Typhimurium mutant strains was conducted 
in bone marrow‐derived macrophages extracted from C57 Bl/6 mice, an Nramp‐1 sensitive genotype 
commonly used in the study of S. Typhimurium infection. Replication was assessed by Fluorescence 
Dilution,  using  a  second  generation  plasmid,  pFCcGi,  constructed  and  characterised  by  Kathryn 
Watson (PhD thesis). Carriage of pFCcGi by S. Typhimurium does not affect replication, compared to 
the minor decrease  in replication rate described  for pDiGc  (Helaine et al., 2010).  In  this construct, 
expression of mCherry  is constitutive and expression of GFP  is under  the control of an arabinose‐
inducible promoter  (Fig 4.2 A). Therefore, bacterial  replication  is measured by dilution of  the pre‐
formed pool of GFP in mCherry‐expressing bacteria (Fig 4.2 B).  
Cells  were  infected  in  the  absence  of  arabinose  with  pre‐induced  wild‐type  or  mutant  strains 
carrying  pFCcGi.  Following  an  incubation  period  and  the  killing  of  extracellular  bacteria  with 
gentamicin,  cells  were  lysed  and  intracellular  bacteria  were  recovered  at  2  h  and  17  h  post‐
inoculation.  Flow  cytometry was  used  to  analyse  levels  of  GFP  fluorescence  (n  =  10,000  events 
analysed)  in bacterial populations gated on  the basis of mCherry  fluorescence. The distribution of 
fluorescence  intensity  in  the  bacterial  population  can  be  viewed  by  histograms  in  which  GFP 
fluorescence  is  plotted  against  the  frequency  of  events  (expressed  as %  of Max,  relative  to  the 
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number  of  bacteria  in  a  population  expressing  a  given  fluorescence  intensity)  (Fig  4.2  C  (i)). 
Replication can also be quantified from the geometric mean of GFP fluorescence, by calculating the 
fold change between the two time points (Fig 4.2 C (ii)).  
In  the  present  study,  the  replication  kinetics  of mutant  strains with  deletions  in  genes  encoding 
effectors of  the SPI‐2 T3SS were compared  to a wild‐type  strain and a ΔssaV mutant  strain. Bone 
marrow‐derived  macrophages  were  selected  because  they  are  primary  cells  and  due  to  their 
restrictive  nature. Wild‐type  strains  replicate  extensively  over  17  h  of  infection  in  this  cell  type, 
whereas  replication  of  SPI‐2‐deficient  strains  is minimal  (Fig  4.2).  The  aim was  to  cover  a  large 
spectrum of GFP fluorescence between the two control strains, to perform the study  in conditions 
sensitive to various degrees of replication. In the more permissive environment of macrophage cell 
lines, where the replication of SPI‐2 T3SS‐deficient strains is not as attenuated, subtle contributions 
to  replication made by mutations having a  smaller  impact on  the overall effect of  the  SPI‐2 T3SS 
could remain undetected.   
As  can  be  viewed  by  representative  histogram  overlays  (Fig  4.2  C  (i)),  at  2  h  high  levels  of GFP 
fluorescence were present  in both  the wild‐type and  SPI‐2 T3SS‐deficient populations  (ΔssaV and 
ΔsseB,  a  strain  missing  a  protein  of  the  SPI‐2  T3SS  translocon  pore  which  cannot  translocate 
effectors  into  host  cells),  characterised  by  a  single,  narrow  peak,  representing  the  fluorescence 
intensity prior to the start of replication. After 17 h of incubation the wild‐type peak had shifted to 
declining  amounts  of  GFP  fluorescence,  consistent  with  substantial  replication  of  this  strain.  As 
expected,  fluorescence  levels at 17 h  in  the  strains  lacking a  functional SPI‐2 T3SS displayed  little 
variation in GFP fluorescence as most bacteria in the population had undergone no cell division.  
The calculated mean fold change in GFP fluorescence was 25.7 for the wild‐type strain, 4.2 for ΔssaV 
and 2.9 for ΔsseB. These values are shown normalised against the wild‐type in Figure 4.2 C (ii). The 
number of bacterial generations undergone by a bacterial population can also be deduced using the 
formula F = 2n, where F is the fold change in geometric mean of GFP fluorescence and n the number 
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of divisions. At 17 h the average number of divisions undergone by the wild‐type population was 5.0 
േ 0.8, compared to 2.0 േ 0.5 and 1.7 േ 0.5 divisions of the ΔssaV and the ΔsseB mutant populations, 
respectively. As reported previously (Helaine et al., 2010), the rate of division of the wild‐type (0.3 േ 
0.6 generations / h) was threefold higher than both strains lacking a functional SPI‐2 T3SS (0.1 േ 0.03 
generations / h). 
Thirty‐one single mutant strains were also analysed and their fold replication was normalised against 
values obtained for the wild‐type strain in each individual experiment (Fig 4.3). Values acquired for a 
large percentage of  the mutant strains  indicate a  lower  level of  replication compared  to  the wild‐
type.  Ten  strains,  a  third  of  all  tested,  showed  a  replication  phenotype  significantly  reduced  in 
relation to the wild‐type strain, namely sifA (0.29), sseJ (0.41), sopD2 (0.48), sseG (0.40), sseF (0.50), 
srfH  (0.48),  sseL  (0.65),  spvD  (0.61),  cigR  (0.64)  and  steD  (0.69).    Present  amongst  these  and 
displaying  the most accentuated  replication defects  (values below 0.5) are  the  five mutant strains 
previously described to contribute to intra‐macrophage replication (sifA, sseJ, sopD2, sseG and sseF). 
The results obtained for these mutants are largely consistent with the levels of attenuation reported 
in  RAW  264.7 macrophages  and,  therefore,  provide  validation  of  the  analysis.  Interestingly,  the 
severe replication defect seen associated with a srfH mutation had not been described before. In the 
case  of  the  remaining  four mutations with  a  significant  defect  there  is  no  published  information 
relating  to  an  effect  on  intracellular  replication. On  the  contrary,  an  sseL mutant was  previously 
reported  to have a  replication phenotype similar  to a wild‐type strain  in RAW 264.7 macrophages 
(Coombes et al., 2007; Rytkonen et al., 2007).  
Nevertheless, to analyse the contribution of a specific mutation to the overall effect of SPI‐2 T3SS it 
is important to compare the replication of the mutant strain not just to a wild‐type strain, but to also 
take into account the SPI‐2 null strain included in that same experiment. In a large study such as the 
present one, where it is not feasible to test strains concurrently, it is essential to assure that values 
obtained  in  different  experiments  can  be  compared  properly  with  each  other.  Contrary  to 
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homogeneity seen in macrophage cell lines, the environment of primary macrophages can be more 
or  less conducive to replication of S. Typhimurium. Analysis of the fold replication of the wild‐type 
and ssaV mutant strains  in each  individual experiment shows a high  level of variation: over the 29 
experiments  included  in  the analysis,  the range of replication of  the wild‐type varied between 10‐
fold and 45‐fold and replication of the ssaV mutant oscillated within a scale of no replication to a 10‐
fold  increase  (Fig  4.4). However,  it  also  became  apparent when  carrying  out  this  study  that  the 
replication of  the  ΔssaV  strain  is not always equally proportional  to  the wild‐type. Therefore,  the 
total impact of the SPI‐2 T3SS on the ability of the bacteria to proliferate in a particular experiment 
should  be  considered  on  an  independent  basis.   With  that  aim,  values  obtained  for  the mutant 
strains investigated were adapted to reflect the conditions of individual experiments. The total effect 
of  the  SPI‐2  T3SS  was  calculated  by  obtaining  a  ratio  of  wild‐type  to  ssaV  mutant,  using  the 
formula		ܴ ൌ ୊	௪௧୊	௦௦௔௏	 , where R  is the ratio (‘SPI‐2 effect’) and F  is the fold replication. An  important 
degree  of  variation  can  be  seen  between  experiments  (Fig  4.4), with  an  average  ratio  of  7.9.  It 
should be noted that experiments where the ratio was inferior to 3 were discarded from the overall 
analysis, as the scope of the effect of SPI‐2 T3SS on replication was insufficient to conduct a suitable 
analysis.  
In view of this, the replication of SPI‐2 T3SS effector mutant strains was expressed as the percentage 
contribution of the corresponding genes towards the overall SPI‐2 effect on intracellular replication 
(Fig 4.5). The quotient of wild‐type and mutant  fold  replication was derived  for each strain  tested 
and subsequently divided by the ‘SPI‐2 effect’ (R) in that same experiment:  ୊	௪௧	௫	/	୊	௠௨௧	௫ோ	௫ 	. However, 
it must be borne  in mind  that  the consequence of deleting  individual effectors  is not expected  to 
provide a cumulative total equivalent to the overall ‘SPI‐2 effect’ of an ssaV mutant. For example, if 
mutations in two effector genes both result in strong attenuation, it is possible that they each might 
contribute 50‐70% of  the  ‘total SPI‐2 effect’. The values obtained as a  result of deleting  individual 
effector  genes  are,  therefore,  only  useful  in  providing  comparisons  between  mutant  strains. 
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Importantly,  the  six  genes  whose  corresponding  mutated  strains  had  previously  shown  a more 
noticeable  impact on replication (sifA, sseJ, sopD2, sseG, sseF and srfH) remained among the genes 
displaying a highest percentage contribution to the overall SPI‐2 T3SS effect. Of the remaining four 
mutations  with  a  statistically  significant  defect  in  Figure  4.3,  spvD  retained  a  high  percentage 
contribution  to replication, whereas expression of steD or sseL appears to only have a mild effect; 
the gene cigR, on the other hand, actually displayed a negligible contribution to replication. This new 
analysis  introduced  some  reservations on  the authenticity of  certain  smaller attenuations  seen  in 
Figure 4.3, as their low fold replication did not result in the expected high percentage contribution to 
the SPI‐2 T3SS effect (e.g. sspH2, gtgA, gtgE). Conversely, from these results it is also observed that 
other mutations have  a  slightly  greater effect  than previously expected  (e.g.  steB,  sspH1).  In  this 
analysis of  factors  relevant  to  replication, genes  contributing 30% or  less  to  the entire SPI‐2 T3SS 
effect  were  not  considered. Moreover,  the  involvement  of  the  genes  sseK2,  steC  and  pipB2  in 
replication was uncertain because of the substantial variation observed in the results and therefore 
was not taken into account.  
On the whole, the genes  identified  in this study as being  largely responsible for the SPI‐2 effect on 
replication are sifA, sseJ, sopD2, sseF, sseG, srfH, spvD, and to a smaller extent steD, sseL, steB and 
sspH1. 
 
4.2.3 Generation of S. Typhimurium double and triple mutant strains 
As  there  was  no  particular  mutation  solely  accountable  for  the  SPI‐2  effect  on  replication,  I 
considered  the possibility  that  combining mutations  could  result  in more  accentuated  replication 
defects. Double and triple mutant strains were designed for genes displaying a similar function, to 
account  for  possible  redundancy  in  their  activity:  ΔsseK1/sseK2,  ΔsseK1/sseK3  and 
ΔsseK1/sseK2/sseK3  (the  latter two constructs were made by  Jayna Mistry – BSc project under my 
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supervision). Moreover,  amongst  the  key  contributor  elements  identified  in  the  previous  section 
(4.2.2), a few genes associated with different activities were also mutated jointly to  investigate the 
possibility of cumulative effects on replication. The following strains were generated: ΔsseG/sopD2 
and ΔsseG/sopD2/srfH. As before, the λ red recombinase technique  (Datsenko and Wanner, 2000) 
was used, by  introduction of a kanamycin‐ or a chloramphenicol‐resistance cassette  in the place of 
the gene to be deleted. Successful substitution was confirmed by colony PCR (Fig 4.6), as described 
previously in section 4.2.1 of the present chapter. 
 
4.2.4 Characterisation of cumulative mutations in genes displaying similar function 
Some effectors of the SPI‐2 T3SS have similar functions or are known to contribute to a same SPI‐2‐
mediated process  inside host cells. To  investigate whether the combined mutation of two or more 
genes related by function resulted in an increased effect on replication, the replication phenotype of 
double and  triple mutant  strains was  tested  in bone marrow‐derived macrophages. Three groups 
were selected:   effectors  involved  in SCV membrane dynamics, based on  the observed  impact  the 
majority of these effectors have on replication (Fig 4.5); effectors sharing a same E3 ubiquitin ligase 
activity; and effectors SseK1, ‐2 and ‐3, because of their striking homology.  
The  effectors  SifA,  SopD2,  SseJ  and  PipB2 were  reported  to have  a  role  in  regulating membrane 
dynamics of  the  SCV. With  the exception of PipB2, deletion of  individual  genes belonging  to  this 
functional family caused a severe replication defect. The gene sifA,  in particular, appeared to have 
an  impact  on  replication more  accentuated  than  any  other  genes  tested  (Fig  4.5). However,  the 
contribution  of  sifA  to  replication  is  difficult  to  assess  properly,  as  this  bacterial  strain  loses  its 
vacuole and  is subsequently killed and degraded  intracellularly  (Beuzón et al., 2000; Beuzon et al., 
2002; Brumell et al., 2001; Salcedo et al., 2001). Therefore, three strains were selected that carry a 
sifA mutation but where  the vacuole  is maintained  through  the counteracting effect of additional 
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mutations: ΔsifA/sseJ, ΔsifA/sopD2 and ΔsifA/sopD2/pipB2 (Ruiz‐Albert et al., 2002; Schroeder et al., 
2010). The exact process of  stabilisation of  the  vacuole differs between  these  strains and will be 
discussed  in  detail  in  Chapter  6.  In  the  replication  assay,  the  three  strains  were  significantly 
attenuated  in  relation  to  the wild‐type strain  (Fig 4.7 A  (i)), with values of 0.49, 0.25 and 0.17  for 
ΔsifA/sseJ, ΔsifA/sopD2 and ΔsifA/sopD2/pipB2, respectively. The fold replication value obtained for 
ΔsifA/sseJ was  a  little  higher  than  ΔsifA  (0.29)  and  similar  to  a  ΔsseJ  single mutant  (0.41).  This 
indicates that there  is no additive effect of the mutations and the same conclusions can be drawn 
from the measurement of the percentage of contribution to the SPI‐2 effect (Fig 4.7 A (ii)). Likewise, 
what seemed like a small cumulative effect in the fold replication when deleting the genes sifA and 
sopD2  together  (0.25), or  in combination with a pipB2 mutation  (0.17)  (Fig 4.7 A  (i)), disappeared 
when taking into consideration the SPI‐2 effect. It became clear that no additive effect was present 
in the double and triple strains and that their level of contribution to replication is largely equivalent 
to ΔsopD2 (Fig 4.7 A (ii)). Overall, the combination of the gene sifA with either sopD2 or sseJ, upon 
re‐establishing the integrity of the SCV, led to degrees of contribution to replication similar to sopD2 
or sseJ, respectively (Fig 4.7 A (ii)), providing no compelling evidence for a direct role of the sifA gene 
in bacterial replication. 
The role of genes encoding effectors with E3 ubiquitin ligase activity (sspH1, sspH2 and slrP) was also 
investigated. The level of replication of the single mutants was somewhat reduced in relation to the 
wild‐type  strain  (with values 0.60, 0.76 and 0.73  for  sspH1,  sspH2 and  slrP,  respectively), but  this 
difference was not significant (Fig 4.3). Nor was a putative effect of sspH2 or slrP maintained when 
expressed  in percentage  contribution  to  the SPI‐2 effect  (Fig 4.5); only  sspH1 appeared  to have a 
small effect on replication, based on  its value of percentage contribution.  It was hypothesised that 
the effectors could have  redundant  functions and perhaps an effect on  replication would become 
visible  in a strain carrying deletions  in two genes (ΔsspH1/sspH2) or all genes (ΔslrP/sspH1/sspH2). 
However, the calculated fold replication for the double (0.54) or triple (0.87) mutant strains did not 
show a significant alteration in replication levels (Fig 4.7 B (i)), although the percentage contribution 
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to the SPI‐2 effect was increased for the ΔsspH1/sspH2 strain. Therefore, it should not be excluded 
that the combination of sspH1 and sspH2 mutations could have an amplified effect on replication, 
although attention should be drawn to the high level of variation in the experiments, noticeable by 
the error bar. Taken as a whole, this family of effectors does not appear to play an obvious role  in 
intracellular replication. 
 The functions of the effectors SseK1, SseK2 and SseK3 are currently unknown but their amino acid 
sequence bear a very high level of identity with one another, suggesting they might have identical or 
very similar functions. These genes do not appear to have a role in replication individually, as values 
of  fold  replication  were  in  the  range  of  0.82  to  0.86  (Fig  4.3).  Consequently,  two  genes 
(ΔsseK1/sseK2, ΔsseK1 /sseK3) or three genes (ΔsseK1/sseK2/sseK3) of this family of effectors were 
mutated  and  their  replication  phenotype was  analysed.  Levels  of  fold  replication were  0.88  for 
ΔsseK1/sseK2,  0.67  for  ΔsseK1  /sseK3  and  0.79  for  ΔsseK1/sseK2/sseK3  (Fif  4.7  C  (ii)).  Therefore 
there was no detectable  significant attenuation  in  replication  caused by  the  additional mutations 
and  these  findings were  confirmed  by  the  analysis  of  percentage  contribution  (Fig  4.7  C  (ii)).  In 
conclusion, the three SseK effectors do not seem involved in bacterial replication.  
 
4.2.5 Characterisation of cumulative mutations in genes displaying different functions 
As  the  construction  of multiple‐mutant  strains  based  on  the  combination  of  genes with  similar 
function did not result  in a detectable  incremental effect on replication, the same hypothesis was 
applied to genes belonging to different functional groups but that were observed to be involved in 
replication (Fig 4.3 and Fig 4.5). When tested in parallel with the corresponding single mutants (Fig 
4.8(i)), the double mutant ΔsseG/sopD2 replicated considerably less (0.24 fold replication compared 
to 0.41 and 0.56  for  ΔsseG and  ΔsopD2,  respectively). This difference was  statistically  significant, 
confirming that the deletion of the two genes had an additive effect on replication. To  investigate 
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whether  this  increased defect  in  replication could be amplified  further with  the  introduction of a 
third mutation,  the  gene  srfH was  selected.  A  ΔsseG/sopD2/srfH  triple mutant  strain  showed  a 
similar fold replication (0.27) to the double mutant strain (Fig 4.8(i)), which was equally statistically 
different from the effect of the corresponding single mutations, including srfH (0.61). Consequently, 
the results suggest that deletion of srfH did not impair further the ability of the bacteria to replicate. 
Alternatively, as the replication of the double mutant strain was already very low, it is possible that 
this basal level of replication could not be further reduced by an additional mutation or that minor 
changes would be hard  to detect.  It  should be noted  that,  contrary  to  the  results  shown  in  the 
previous section (4.2.4), these results express only values obtained from experiments where all the 
strains  (single  and multiple‐mutants) were  tested  alongside  each  other.  Therefore  logically,  the 
comparative analysis of the mutants by percentage contribution (Fig 4.8(ii)) corresponds exactly to 
the  trend  seen  by  fold  replication.  Based  on  the  significant  attenuation  of  ΔsseG/sopD2  and 
ΔsseG/sopD2/srfH mutant strains, contributing 94.6% of the overall SPI‐2 effect and consequently 
remarkably  similar  to  the  SPI‐2‐deficient  ΔssaV  strain,  the  two  strains were  chosen  for  further 
analysis.   
 
4.2.6 Replication of selected S. Typhimurium mutant strains in RAW 264.7 macrophages 
Replication of the selected mutant strains ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH was assessed  in the 
more permissive RAW 264.7 macrophage cell line, alongside the corresponding single mutant strains 
(Fig 4.9). An earlier time point (8 h post‐inoculation) was chosen to measure replication  in this cell 
type,  as  bacteria  divide more  rapidly  than when within  bone marrow‐derived macrophages.  The 
average fold replication of a wild‐type strain was on average 25.3 and, in the case of a ΔssaV strain, 
5.8. Levels of replication of these strains were very reproducible between experiments and did not 
exhibit  the  variation  characteristic of primary macrophages  seen  in  Figure 4.4. Moreover,  as had 
been described previously  (Helaine  et  al., 2010),  the profile of  replication obtained by histogram 
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plots revealed very homogeneous populations (Fig 4.9 A). Values of fold change in GFP fluorescence 
are represented after normalisation against the wild‐type strain (Fig 4.9 B). The single mutants ΔsseG 
and  ΔsrfH were  significantly  attenuated  in  relation  to  the wild‐type  (0.43  and 0.70,  respectively), 
although the defect of the ΔsopD2 strain (0.75) was not statistically significant, and the double and 
triple mutants replicated approximately twofold  less than the wild‐type (0.50 and 0.42). While the 
overall  trend  of  attenuation  of  the  single  and  multiple  mutants  was  maintained  in  these 
macrophages,  the  replication  defects  of  the  ΔsseG/sopD2  and  ΔsseG/sopD2/srfH  strains were  no 
longer similar to the ΔssaV strain and were not more attenuated than an sseG mutation alone. SPI‐2‐
dependent replication defects do not appear to be as apparent as in the restrictive environment of 
bone marrow‐derived macrophages, explaining why mutants with an attenuated phenotype  in the 
latter cell type are still able to replicate in RAW 264.7 macrophages.   
 
4.2.7 Complementation of the sseG/sopD2 mutant phenotype   
To confirm that the replication phenotype obtained by deleting sseG and sopD2 was not the result 
of secondary mutations or a polar effect on neighbouring genes, the vector pACYC184 was used to 
express  sseG  and  sopD2  under  the  regulation  of  its  tetracycline  promoter.  The  construct  was 
introduced  into  the  ΔsseG/sopD2  strain  and  also  the  ΔsseG/sopD2/srfH  strain,  to  test  whether 
expression of  just sseG and sopD2 was able to restore wild‐type  levels of replication  in this strain. 
Unfortunately,  attempts  at  complementing mutant phenotypes using  Fluorescence Dilution were 
unsuccessful  (data  not  shown),  probably  due  to  the  increased metabolic  burden  undergone  by 
bacteria  carrying  two  plasmids.  Therefore,  CFU  counts  were  performed  instead  to  determine 
bacterial net growth. Carriage of the vector pACYC184 has been reported to reduce S. Typhimurium 
replication  in macrophages  (Knodler et al., 2005a).  For  that  reason,  to account  for any effect on 
replication  caused by presence of  the  construct  in  the multiple mutant  strains,  the empty vector 
was also  introduced  into  the wild‐type and single mutant strains  included  in  the experiment. The 
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complementation  assays were  performed  in  RAW  264.7 macrophages, with  infected  cells  being 
lysed at 2 h and 14 h and the  intracellular bacteria plated to allow quantification of CFU/ml.   Each 
initial bacterial load at 2 h was approximately 5 x 104 (Fig 4.10 A), indicating that macrophages were 
infected  by  similar  numbers  of  bacteria.  Bacterial  growth  was measured  at  14  h  to  allow  the 
bacteria to undergo sufficient replication for a detectable SPI‐2‐dependent effect on replication. At 
that  time point,  there was an 89‐fold  increase  in wild‐type bacterial  load compared  to a 4.4‐fold 
increase for the ΔssaV strain (Fig 4.10 B). A 27‐fold change in bacterial load was calculated for both 
the double and  triple mutant  strains. Overexpression of  sseG and  sopD2  in either  strain  rescued 
their  growth  to  a  level  surpassing  the  wild‐type:  134‐  or  149‐fold  increase  in  bacterial  load 
recovered  for  ΔsseG/sopD2  and  ΔsseG/sopD2/srfH,  respectively.  Therefore  the  growth  defect 
caused by deletion of sseG and sopD2 can be complemented by reinstating the genes. Interestingly, 
the  same  rescued phenotype was observed  in  the  triple mutant,  suggesting  that  the  sseG/sopD2 
mutation is sufficient to cause the replication defect of this strain.  
 
4.3  SUMMARY 
This  chapter  describes  the  comprehensive  analysis  of  the  contribution  of  individual  SPI‐2  T3SS 
effectors  to  intracellular  replication  of  S.  Typhimurium, measured  by  Fluorescence  Dilution.  The 
replication profiles of 31  single mutant  strains  lacking genes  for effectors of  the SPI‐2 T3SS were 
obtained and compared to a wild‐type strain and a SPI‐2 null strain. A strong replication defect was 
detected for six strains  in this study, thereby  indicating that the genes  largely responsible for SPI‐2 
T3SS‐mediated  intracellular  replication are sseJ, sopD2, sseF, sseG, srfH and spvD, with steD, sseL, 
sspH1  and  steB  also  playing  a  smaller  part  in  this  process.  Therefore,  the  SPI‐2  T3SS  effect  on 
replication is not the result of the expression of a single gene, nor of a set of genes involved in one 
cellular function. To investigate whether the combination of more than one mutation could have a 
cumulative  effect  on  replication,  several  double  and  triple mutant  strains were  constructed  and 
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tested. Mutations were combined either in genes involved in a similar function or from the group of 
genes  identified  as  having  a  significant  effect  on  replication. Of  the  genes  having  a  role  in  SCV 
membrane dynamics, no additive phenotype was achieved with the mutant combinations selected. 
In  light  of  the  question  surrounding  vacuolar  integrity  in  a  sifA  mutant  background,  the  gene 
combinations  tested  allowed  a  better  investigation  of  the  contribution  of  this  particular  gene  to 
replication;  although  the  interpretation of  the  results  remains  tentative,  sifA does not  appear  to 
have  a  major  role  in  bacterial  replication.  Moreover,  no  accentuated  replication  defect  was 
uncovered by bringing  together mutations  in genes of E3 ubiquitin  ligases or genes encoding  the 
effectors SseK1, Ssek2 and SseK3. In contrast, joint deletions in the genes sseG and sopD2, belonging 
to separate functional families, resulted  in a significantly  increased replication defect compared to 
either mutation alone. Introduction of a third mutation (ΔsseG/sopD2/srfH) resulted in similar levels 
of  replication  to  the  double mutant  strain.  This  substantial  attenuation  observed  for  the  strains 
ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH was extremely similar to  levels of replication of the SPI‐2 null 
strain.  The  two  strains  also  replicated  significantly  less  than  a  wild‐type  strain  in  RAW  264.7 
macrophages.  In  this  cell  type,  the  growth  defect  of  the  two  strains was  complemented  by  the 
addition  of  sseG  and  sopD2  expressed  from  a  plasmid.  Overall,  sseG  and  sopD2  are  central  to 
intracellular replication of S. Typhimurium and their removal accounts for a large proportion of the 
replication defect of a SPI‐2 T3SS null strain. 
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Figure 4.1 Generation of S. Typhimurium mutant strains using the λ red recombinase technique. 
Confirmation of mutant genotype by colony PCR of wild‐type and mutant strains with  forward  (F) 
and reverse (R) primers homologous to regions flanking the target gene. Primers kt and k2, specific 
for  sequences within  the  kanamycin  resistance  cassette, were  used  in  combination with  F  or  R 
primers to further confirm the presence of the resistance gene in place of the target gene. 
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Figure  4.1  (continuation)  Generation  of  S.  Typhimurium  mutant  strains  using  the  λ  red 
recombinase technique  
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Figure 4.2 Use of Fluorescence Dilution to measure the impact of the SPI‐2 T3SS in S. Typhimurium 
replication  in bone marrow‐derived macrophages. (A) Expression of fluorescent proteins from the 
pFCcGi plasmid is constitutive for mCherry and under the control of an arabinose‐inducible promoter 
for gfp; (B) In the absence of arabinose, levels of GFP fluorescence in pre‐induced bacteria become 
diluted  as  successive  rounds  of  cell  division  occur;  (C)  (i)  Representative  histograms  of  GFP 
fluorescence in intracellular populations of wild‐type or ΔssaV mutant carrying pFCcGi at 2 h and 17 
h post‐infection by flow cytometry (n = 10,000 events analysed); (ii) Fold replication values of wild‐
type  and  ΔssaV  or  ΔsseB  mutant  strains  were  calculated  from  the  geometric  means  of  GFP 
fluorescence, as  the  ratio of  replication at 17 h  to  replication at 2 h, and normalised  to wild‐type 
values.  Results  are  expressed  as means േ  SEM  of  five  independent  experiments.  P‐values were 
obtained by Student’s t‐test (*** < 0.001).  
127 
 
 
   
Fi
gu
re
 4.
3 A
na
ly
si
s o
f in
tr
ac
el
lu
la
r r
ep
lic
at
io
n o
f S
. T
yp
hi
m
ur
iu
m
 m
ut
an
t s
tr
ai
ns
 in
 bo
ne
 m
ar
ro
w
‐de
riv
ed
 m
ac
ro
ph
ag
es
 us
in
g F
lu
or
es
ce
nc
e D
ilu
tio
n.
 
M
ac
ro
ph
ag
es
 w
er
e i
nf
ec
te
d w
ith
 th
e i
nd
ic
at
ed
 st
ra
in
s c
ar
ry
in
g p
FC
cG
i (c
on
st
itu
tiv
e m
Ch
er
ry
; a
ra
bi
no
se
‐in
du
ci
bl
e G
FP
), g
ro
w
n w
ith
 ar
ab
in
os
e p
rio
r t
o 
in
fe
ct
io
n.
 In
fe
ct
io
ns
 w
er
e c
ar
rie
d o
ut
 in
 th
e a
bs
en
ce
 of
 ar
ab
in
os
e a
nd
 th
e c
el
ls w
er
e l
ys
ed
 at
 2 
h a
nd
 17
 h 
po
st
‐in
oc
ul
at
io
n.
 Re
pl
ic
at
io
n o
f th
e r
ec
ov
er
ed
 
in
tr
ac
el
lu
la
r b
ac
te
ria
 wa
s m
ea
su
re
d b
y f
lo
w
 cy
to
m
et
ry
 an
al
ys
is o
f G
FP
 flu
or
es
ce
nc
e d
ilu
tio
n.
 Fo
ld
 re
pl
ic
at
io
n w
as
 ca
lc
ul
at
ed
 fro
m
 th
e r
at
io
 of
 th
e g
eo
m
et
ric
 
m
ea
n o
f G
FP
 flu
or
es
ce
nc
e a
t 1
7 h
 to
 2 
h.
 Re
su
lts
 ar
e e
xp
re
ss
ed
 as
 th
e m
ea
ns
 േ
 SE
M
 of
 3‐
29
 in
de
pe
nd
en
t e
xp
er
im
en
ts
 (N
) a
nd
 no
rm
al
ise
d t
o w
ild
‐ty
pe
 
va
lu
es
. St
at
ist
ic
al
 an
al
ys
is w
as
 pe
rf
or
m
ed
 wi
th
 a o
ne
‐w
ay
 AN
O
VA
 an
d p
os
t‐h
oc
 Du
nn
et
t te
st
 (*
 < 0
.0
5;
 **
 < 0
.0
1)
. 
128 
 
   
Fi
gu
re
 4.
4 A
na
ly
si
s o
f th
e v
ar
ia
tio
n i
n i
nt
ra
ce
llu
la
r re
pl
ic
at
io
n o
f S
. T
yp
hi
m
ur
iu
m
 w
ild
‐ty
pe
 an
d Δ
ss
aV
 st
ra
in
s in
 bo
ne
 m
ar
ro
w
‐de
riv
ed
 m
ac
ro
ph
ag
es
. Fo
ld
 
re
pl
ic
at
io
n v
al
ue
s o
bt
ai
ne
d f
or
 ea
ch
 st
ra
in
 co
rr
es
po
nd
 to
 ex
pe
rim
en
ts
 in
 Fig
ur
e 4
.3
. Fo
r in
di
vi
du
al
 ex
pe
rim
en
ts
, a
 ra
tio
 (R
) w
as
 ca
lc
ul
at
ed
 be
tw
ee
n t
he
 fo
ld
 
re
pl
ic
at
io
n o
f w
ild
‐ty
pe
 an
d Δ
ss
aV
 str
ai
ns
. R
 re
la
te
s to
 th
e e
ffe
ct
 of
 th
e S
PI
‐2 
T3
SS
 on
 re
pl
ic
at
io
n in
 th
at
 pa
rt
ic
ul
ar
 ex
pe
rim
en
t. 
129 
 
   
Fi
gu
re
 4.
5 A
na
ly
si
s o
f th
e c
on
tr
ib
ut
io
n o
f S
. T
yp
hi
m
ur
iu
m
 ge
ne
s t
o S
PI
‐2 
T3
SS
‐m
ed
ia
te
d i
nt
ra
ce
llu
la
r r
ep
lic
at
io
n i
n b
on
e m
ar
ro
w
‐de
riv
ed
 m
ac
ro
ph
ag
es
. 
Pe
rc
en
ta
ge
 co
nt
rib
ut
io
n o
f th
e i
nd
ic
at
ed
 ge
ne
s t
o t
he
 ov
er
al
l e
ffe
ct
 of
 SP
I‐2
 T3
SS
 in
 re
pl
ic
at
io
n w
as
 ca
lc
ul
at
ed
 us
in
g t
he
 da
ta
 in
 Fig
ur
e 4
.3
. T
he
 qu
ot
ie
nt
 of
 
w
ild
‐ty
pe
 an
d m
ut
an
t fo
ld
 re
pl
ic
at
io
n w
as
 de
riv
ed
 fo
r e
ac
h b
ac
te
ria
l st
ra
in
 an
d d
iv
id
ed
 by
 th
e S
PI
‐2 
T3
SS
 ef
fe
ct
 (R
) in
 th
at
 ex
pe
rim
en
t, a
cc
or
di
ng
 to
 R 
va
lu
es
 
de
te
rm
in
ed
 in 
Fi
gu
re
 4.4
. R
es
ul
ts
 ar
e e
xp
re
ss
ed
 as
 th
e m
ea
ns
 േ 
SE
M
 of
 3‐
29
 ind
ep
en
de
nt
 ex
pe
rim
en
ts
 (N
) a
nd
 ex
pr
es
se
d a
s p
er
ce
nt
ag
e v
al
ue
s.
 
130 
 
 
 
 
Figure  4.6  Generation  of  S.  Typhimurium  double  and  triple  mutant  strains  using  the  λ  red 
recombinase technique. Confirmation of mutant genotype by colony PCR of wild‐type and mutant 
strains with  forward  (F)  and  reverse  (R)  primers  homologous  to  regions  flanking  the  target  gene 
(indicated  in bold). Primers kt and k2 or c1 and c2, specific for sequences within the kanamycin or 
chloramphenicol resistance cassettes, respectively, were used in combination with F or R primers to 
further confirm the presence of the resistance gene in place of the target gene.  
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Figure 4.7 Fold replication of S. Typhimurium intra‐group multiple mutant strains in bone marrow‐
derived  macrophages.  Macrophages  were  infected  with  the  indicated  strains  carrying  pFCcGi 
(constitutive mCherry; arabinose‐inducible GFP), grown with arabinose prior to infection. Infections 
were  carried  out  in  the  absence  of  arabinose  and  the  cells  were  lysed  at  2  h  and  17  h  post‐
inoculation.  Replication  of  the  recovered  intracellular  bacteria was measured  by  flow  cytometry 
analysis of GFP fluorescence dilution. Fold replication was calculated from the ratio of the geometric 
mean  of  GFP  fluorescence  at  17  h  to  2  h.  Results  are  expressed  as  the means േ  SEM  of  3‐29 
independent experiments  (N) and normalised  to wild‐type values. Fold  replication values  for wild‐
type  and  single mutant  strains  correspond  to  data  shown  on  Figure  4.3.  Statistical  analysis was 
performed with a one‐way ANOVA and post‐hoc Dunnett test (* < 0.05; ** < 0.01). 
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Figure 4.8 Fold replication of S. Typhimurium inter‐group multiple mutant strains in bone marrow‐
derived  macrophages.  Macrophages  were  infected  with  the  indicated  strains  carrying  pFCcGi 
(constitutive mCherry; arabinose‐inducible GFP), grown with arabinose prior to infection. Infections 
were  carried  out  in  the  absence  of  arabinose  and  the  cells  were  lysed  at  2  h  and  17  h  post‐
inoculation.  Replication  of  the  recovered  intracellular  bacteria was measured  by  flow  cytometry 
analysis of GFP fluorescence dilution. Fold replication was calculated from the ratio of the geometric 
mean  of  GFP  fluorescence  at  17  h  to  2  h.  Results  are  expressed  as  the means േ  SEM  of  four 
independent  experiments  and  normalised  to wild‐type  values.  Statistical  analysis was  performed 
with a one‐way ANOVA and post‐hoc Dunnett test relative to wild‐type strain (** < 0.01), ΔsseG ( 
< 0.01), ΔsopD2 ( < 0.01), ΔsrfH ( < 0.01).  
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Figure  4.9  Analysis  of  intracellular  replication  of  S.  Typhimurium  strains  in  RAW  264.7 
macrophages  using  Fluorescence  Dilution.  RAW  264.7  macrophages  were  infected  with  the 
indicated  strains  carrying  pFCcGi  (constitutive  mCherry;  arabinose‐inducible  GFP),  grown  with 
arabinose prior  to  infection.  Infections were carried out  in  the absence of arabinose and  the cells 
were  lysed at 2 h and 8 h post‐inoculation.  (A) Replication of  intracellular bacteria  recovered was 
measured  by  flow  cytometry  analysis  of  GFP  fluorescence  dilution.  (B)  Fold  replication  was 
calculated  as  the  ratio  of  the  geometric means  of GFP  fluorescence  at  2  h  and  8  h.  Results  are 
expressed as the means േ SEM of three independent experiments, each performed in triplicate, and 
normalised to wild‐type values. A representative experiment is shown in A. P‐values were obtained 
by Student’s t‐test (* < 0.05; ** < 0.01; ***<0.001).   
 
134 
 
 
 
Figure  4.10  Analysis  of  the  intracellular  growth  of  S.  Typhimurium  strains  in  RAW  264.7 
macrophages  by  enumeration  of  colony‐forming  units  (CFU).  RAW  264.7  macrophages  were 
infected  with  the  indicated  strains.  At  2  h  and  14  h  post‐inoculation  cells  were  lysed  and  the 
intracellular bacteria were recovered and plated on laboratory medium for enumeration. (A) The net 
bacterial  load  (cfu/ml) was  calculated at 2 h and 14 h and  (B) values of  fold  increase  in bacterial 
numbers were extracted  from  the  ratio of  cfu/ml at 14 h  to  cfu/ml 2 h. Results are expressed as 
means  േ  SEM  of  three  independent  experiments,  each  performed  in  triplicate.  P‐values  were 
obtained by Student’s t‐test (** < 0.01). 
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CHAPTER 5 – SPI‐2 T3SS‐mediated delivery of heterologous antigens into host 
cells from replication‐defective Salmonella   
 
5.1 INTRODUCTION 
Live‐attenuated  strains  of  Salmonella  enterica  have  generated much  interest  as  vaccines  against 
typhoid  fever  (Lyon  et  al.,  2010)  and  as  carriers  in  the  design  of  recombinant  vector  vaccines 
(Mollenkopf et al., 2001). This type of vaccination uses live vectors to synthesise antigens from other 
pathogens and deliver them to the immune system, with the aim of stimulating a protective immune 
response. Two main  factors have established Salmonella as a delivery  system of choice:  it can be 
administered orally, hence inducing both mucosal and systemic immune responses, and it generates 
strong humoral and  cellular  immune  responses, possibly enhanced by  the ability of S. enterica  to 
target  immune  cells  (Cheminay  and Hensel,  2008; Galen  et  al.,  2009).  Salmonella  has  also  been 
studied  intensively  in  the  field  of  cancer  therapeutics,  as  it  is  known  to  specifically  target  and 
penetrate  cancer  cells  in  vivo  (Forbes,  2010;  Leschner  and Weiss,  2010).  Therefore,  attenuated 
Salmonella vectors have the potential to deliver therapeutic drugs at the heart of tumours.  
Since achieving adequate export of antigens  is a  crucial  factor  in  the  construction of an effective 
vaccine, an appealing possibility was the exploitation of bacterial secretion systems to allow delivery 
of epitopes directly  into  the  cytoplasm of host  cells.  Indeed,  the use of both S. enterica T3SSs  to 
deliver  anti‐cancer  agents  (Nishikawa  et  al.,  2006;  Xiong  et  al.,  2010)  or  heterologous  antigens 
(Husseiny  et  al.,  2007;  Panthel  et  al.,  2005;  Rüssmann  et  al.,  1998)  has  been  demonstrated 
successfully and,  in the  latter case, good  levels of major histocompatibility complex class  I (MHC‐I) 
presentation and subsequent recognition by CD8+ cytotoxic T cells were observed.  
For the most part, live‐attenuated strains of Salmonella considered as carriers contained mutations 
in genes of purine or aromatic biosynthetic pathways  (eg. aroA, purD). Although  such  strains are 
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strongly  attenuated  in  vivo,  their  use  as  vectors  in  human  volunteer  studies  have  often  led  to 
disappointing outcomes due to poor  immunogenicity or safety  issues (vaccinaemia) (Cheminay and 
Hensel, 2008). However an alternative strain of S. Typhi or S. Typhimurium, ΔaroC/ssaV, has been 
identified as a promising candidate  (Hindle et al., 2002). Highly  immunogenic and  safe,  this  strain 
owes  it attenuation mostly to a SPI‐2 T3SS deficiency, thereby reducing replication of the strain  in 
host cells and the ensuing systemic spread (Khan et al., 2003; Kirkpatrick et al., 2006; Kirkpatrick et 
al., 2005; Lyon et al., 2010; Tran et al., 2010).  
I hypothesised  that  a  Salmonella  strain heavily  attenuated  in  intracellular  replication,  in  a  similar 
mode  to  a  SPI‐2 null  strain,  yet maintaining  a  functional  type  three  secretion  system,  could be  a 
viable and beneficial vector alternative for delivery of antigens directly into the cytosol of host cells.   
In  the  previous  chapter,  two  S.  Typhimurium  polymutant  strains,  ΔsseG/sopD2  and 
ΔsseG/sopD2/srfH,  were  identified  as  being  highly  replication‐deficient  in  macrophages,  closely 
resembling a SPI‐2 null phenotype. Yet,  in contrast  to SPI‐2 null strains,  the mutations selected  in 
these strains do not affect the functionality of the SPI‐2 T3SS apparatus and  involve merely a small 
number of effectors of  this system. Therefore  the aim of  the present work was  to  investigate  the 
suitability  of  these  strains  as  a  delivery  system  for  heterologous  antigens.  The  ΔsseG/sopD2  and 
ΔsseG/sopD2/srfH strains were characterised within macrophages and epithelial cells, including their 
ability  to  translocate proteins via  the SPI‐2 T3SS, and  the virulence attenuation of  the  strains was 
assessed  in mice. A  construct was  designed  for  expression  of  the model  epitope  SIINFEKL  in  the 
polymutant strains and its translocation by the SPI‐2 T3SS, with the aim of generating an MHC‐class I 
immunological response.  
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5.2 RESULTS 
 
5.2.1 Microscopic analysis of  replication‐deficient  ΔsseG/sopD2 and  ΔsseG/sopD2/srfH  strains 
inside host cells 
As shown in the previous chapter using Fluorescence Dilution (Fig 4.8 and Fig 4.9) or by CFU count 
(Fig 4.10), the S. Typhimurium strains ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH have a strong replication 
defect  in macrophages.    In  the  present  chapter,  this  intracellular  phenotype was  also  visualised 
directly by microscopy, where the two strains were imaged and compared to a wild‐type strain (Fig 
5.1). RAW 264.7 macrophages were infected with the bacteria and at 8 h post‐uptake the cells were 
fixed, permeabilised with  saponin and  immunolabelled with an anti‐Salmonella antibody. Overall, 
there was  a  big  reduction  in  intracellular  growth  visible  between mutant  and wild‐type  strains. 
However, although the majority of cells  infected with the mutant strains contained small numbers 
of bacteria,  some  cells  could  also be  found harbouring  large quantities of bacteria.  Figure  5.1 A 
shows  representative  confocal micrographs  of  RAW  264.7 macrophages  holding  several  or  few 
bacterial cells.  A similar profile of infection was observed at 17 h post‐uptake (data not shown).  
The  same analysis was carried out  in  the HeLa epithelial cell  line. Salmonella enterica also  invade 
epithelial cells and studies in this cell type have been essential in the characterisation of interactions 
with  intracellular  trafficking pathways.   HeLa  cells were  infected with  the  same  strains  and were 
fixed and  immunolabelled as described above. At 8 h after  infection, analysis of bacterial numbers 
showed diminished growth of mutant strains compared to the wild‐type strain (Fig 5.1 B), consistent 
with results obtained in macrophages. Moreover, the same heterogeneity in bacterial numbers was 
visible  in  these cells and  representative  images are shown  in Figure 5.1 B. A distinctive  feature of 
Salmonella  infection  in epithelial cells  is the  formation of a microcolony at the Golgi/MTOC region 
(Ramsden et al., 2007). Whereas the wild‐type bacteria clustered in large numbers at the perinuclear 
region of  the cells,  the  two mutant strains were  instead spread widely  throughout  the cytoplasm. 
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This scattered phenotype  is typical of strains missing the genes sseG or sseF (Deiwick et al., 2006),  
where  the bacteria are no  longer  retained at  the MTOC/Golgi and  follow a centrifugal movement 
towards  the periphery of  the cells.  In  the  strains under  investigation,  the  scattering observed  is a 
result of the deletion in sseG.  
 
5.2.2 ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH mutant bacteria remain enclosed in vacuoles 
Salmonella  reside  inside  vacuoles  following  entry  into  host  cells.  This  specialised  compartment 
acquires  over  time  some  characteristics  of  late  endosomes,  including  enrichment  in  lysosomal 
glycoproteins such as LAMP‐1. Therefore, LAMP‐1  is customarily used as marker  for  late stages of 
SCV  maturation.  The  distribution  of  LAMP‐1  was  analysed  in  HeLa  cells  infected  with  the  two 
polymutant strains to confirm SCV  integrity  in these strains (Fig 5.2). Cells were fixed at 14 h post‐
uptake,  permeabilised  and  immunolabelled  with  anti‐Salmonella  and  anti‐LAMP‐1  antibodies. 
Images  obtained  for  all  strains  tested,  namely wild‐type,  ΔssaV  and  the  two  polymutant  strains, 
show  co‐localisation of  the bacteria with  LAMP‐1  labelling  and  in  some  instances  LAMP‐1  can be 
seen as a ring structure surrounding the bacteria. This suggests that, similarly to the wild‐type and 
ssaV mutant strains, the ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH strains remain enclosed  in a vacuole. 
As  expected,  since  deletion  of  each  individual  gene  does  not  cause  loss  of  the  vacuole,  the 
combination of mutations selected does not appear to affect SCV integrity.  
 
5.2.3 Analysis of SPI‐2 T3SS functionality in ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH mutant strains 
To  assess  the  suitability  of  the mutant  strains  ΔsseG/sopD2  and  ΔsseG/sopD2/srfH  as  vectors  to 
deliver  antigens,  their  ability  to  translocate  proteins  via  the  SPI‐2  T3SS was  tested.    RAW  264.7 
macrophages or HeLa cells were infected with strains expressing 2HA‐tagged copies of sseJ or sseF, 
two  S.  Typhimurium  genes  encoding  effectors  of  the  SPI‐2  T3SS,  either  plasmid‐borne  in  the 
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polymutant strains or  inserted  in  the bacterial chromosome of wild‐type and ssaV mutant strains. 
Both cell  types were  infected with the  indicated strains  for 8 h after  initial uptake of the bacteria, 
after which cells were fixed, permeabilised and labelled with anti‐Salmonella and anti‐HA antibodies. 
Delivery of the effectors  into the cytoplasm of the host cells was detected by  immunofluorescence 
microscopy. Strong levels of HA‐labelling were observed in both RAW 264.7 macrophages (Fig 5.3 A) 
and  HeLa  cells  (Fig  5.4  A)  infected  with  wild‐type,  ΔsseG/sopD2  or  ΔsseG/sopD2/srfH  strains, 
corresponding to cytoplasmic SseJ‐2HA or SseF‐2HA. On the contrary, no translocation of SseJ‐2HA 
was observed in the ssaV mutant strain lacking a functional SPI‐2 T3SS.  The percentage of infected 
cells with detectable SseJ‐2HA in the host cytoplasm was quantified in RAW 264.7 macrophages (Fig 
5.3 B) and HeLa cells (Fig 5.4 B). In both cell types, translocation was detected in 80% or more cells 
infected  with  either  strain  and  there  was  no  significant  difference  between  the  levels  of 
translocation  observed  in  the  wild‐type  or  mutant  backgrounds.  However,  as  predicted,  the 
percentage of  infected cells harbouring  low numbers of bacteria and positive  for HA‐labelling was 
more accentuated in the mutant strains. Only a smaller proportion of infected cells appeared not to 
contain SseJ‐2HA and, of those cells, most were infected with low bacterial numbers (< 5) (data not 
shown). As the  intensity of HA‐labelling was seen to be correlated to bacterial numbers,  it  is  likely 
that  low amounts of  translocated protein were below detection  level. A similar quantification was 
obtained when analysing  the  translocation of SseJ‐2HA  in RAW 264.7 macrophages  infected  for a 
longer  period  of  time  (17  h;  Fig  5.3  C).  It  can  therefore  be  concluded  that  ΔsseG/sopD2  and 
ΔsseG/sopD2/srfH have a functional SPI‐2 T3SS and that translocation of proteins via this system  is 
not impaired in these strains.  
 
5.2.4 Competitive index analysis of ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH mutant strains 
S.  Typhimurium  strains  used  as  vaccine  vectors  need  to  be  suitably  attenuated  in  vivo,  for  safe 
administration. Therefore, the ability of the selected polymutant strains to cause systemic disease 
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was  investigated. A competitive  index  (CI) analysis  (Beuzón and Holden, 2001) was carried out  to 
determine  whether  ΔsseG/sopD2  and  ΔsseG/sopD2/srfH  mutant  strains  are  attenuated  in  the 
murine model of  infection. This analysis provides direct comparison of a mutant  strain  to a wild‐
type  strain,  generating  a  relative  value  of  virulence  attenuation  for  that mutant within  a  single 
mouse.  The  rationale  of  the  experiment  is  that  similar  numbers  of  the  two  strains  should  be 
recovered from an infected mouse if their contribution to virulence is equal, giving a CI value of 1.0. 
However,  a  strain  attenuated  in  relation  to  the  wild‐type  strain  should  be  recovered  in  fewer 
numbers, giving a value lower than 1.0. The stronger the attenuation, the lower the value obtained. 
CI studies were performed in C57 BL/6 mice, as the analysis of replication of the strains in Chapter 4 
was carried out in bone marrow‐derived macrophages extracted from these mice. Equal numbers of 
wild‐type  and  either  ΔssaV,  ΔsseG/sopD2  or  ΔsseG/sopD2/srfH  strains were  combined  and mice 
were provided by  intraperitoneal  (i.p.)  injection with 5  x 104 CFU  (2.5  x 104 CFU of each  strain). 
Numbers of viable bacteria of each strain present in the inoculum were enumerated by growth on 
non‐selective media. To distinguish between  the wild‐type strain and  the mutant strains  (carrying 
an antibiotic resistance gene), this was followed by patching colonies to selective media. The ratio 
of  each  strain  in  the  inoculum was  calculated,  giving  an  Input  value. At 3 days post‐inoculation, 
bacteria were  recovered  from  the  spleens  of  the  infected  animals  and  grown  on  non‐selective 
media. This was  followed by patching colonies  to selective media  to assess  the  ratio of wild‐type 
and mutant strains present in the spleens, providing an Output value. CI values were calculated as 
the ratio of Output and Input values obtained: CI ൌ 			୼ ୛୘ൗ 	ሺ୓୳୲୮୳୲ሻ	୼ ୛୘ൗ 	ሺ୍୬୮୳୲ሻ  .  
Comparison between a wild‐type  strain and an  ssaV mutant  strain was  carried out as  control. As 
expected, the ssaV mutant strain was extremely attenuated compared to the wild‐type strain (0.007 
േ SD 0.009). CI values obtained when comparing the wild‐type strain and the double mutant strain 
showed an attenuation of the ΔsseG/sopD2 strain  in vivo (0.316 േ SD 0.215).  Interestingly, results 
from the same experiment carried out with the triple mutant strain ΔsseG/sopD2/srfH indicated an 
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even more  noticeable  degree  of  virulence  attenuation  (0.118 േ  SD  0.047).  An  analysis  of  these 
results by Student’s t‐test showed that they are statistically different from 1.0 (p < 0.01). Overall, the 
two  polymutant  strains  constructed  are  significantly  less  virulent  than  a  wild‐type  strain  in  the 
mouse model of systemic infection, although they are clearly not as attenuated as a SPI‐2 null strain. 
Moreover, the introduction of a third mutation (srfH) in the double mutant strain appears to have a 
considerable effect on the growth of S. Typhimurium in vivo. 
 
5.2.5 Delivery of a model epitope via the SPI‐2 T3SS  
Following  the  characterisation of  the  strains  ΔsseG/sopD2 and  ΔsseG/sopD2/srfH,  the aim was  to 
demonstrate if a heterologous antigen could be successfully expressed in these replication‐deficient 
strains  and  subsequently  delivered  into  the  cytosol  of  phagocytic  cells  through  the  SPI‐2  T3SS. 
Therefore, a construct (pWSKsseJ‐SIINFEKL‐HA) was designed for expression and SPI‐2 T3SS‐delivery 
of  the model epitope  SIINFEKL  (residues 257‐264 of ovalbumin) by  S. Typhimurium  (Fig 5.6). The 
promoter  region  and open‐reading  frame of  the effector  SseJ,  fused  to  a  sequence encoding  the 
SIINFEKL peptide, which was optimised for bacterial codon usage, and followed by a single HA tag, 
were  subcloned  into  the  low  copy  number  plasmid  pWSK29  (Wang  and  Kushner,  1991).  This 
construct was made by Dr. Xiu‐Jun Yu of our laboratory.  
An  in  vitro  assay was  subsequently  performed  by  Dr.  Xiu‐Jun  Yu  to  assess  the  secretion  of  the 
recombinant protein SseJ‐SIINFEKL‐HA  in a SPI‐2 T3SS‐dependent manner (Fig 5.7). S. Typhimurium 
wild‐type, ΔssaV, ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH strains carrying pWSKsseJ‐SIINFEKL‐HA were 
grown in Mg‐MES pH 5.0 for 4 h before being transferred to Mg‐MES at pH 7.2 for a further 1.5 h. As 
described  previously  (Chapter  3,  section  3.2.7),  this  shift  in  pH  was  designed  to  induce  strong 
secretion of SPI‐2 T3SS effectors. Protein fractions were recovered from the bacterial pellet and also 
from the surface of the  tubes  in which  the bacteria were grown. Proteins were separated by SDS‐
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PAGE  and  analysed  by  immunoblotting with  an  anti‐HA  antibody.  Similar,  strong  levels  of  SseJ‐
SIINFEKL‐HA expression were detected in all the strains and secretion of the protein was observed in 
the  wild‐type  and  polymutant  strains,  but  not  in  the  ΔssaV  strain,  consistent  with  SPI‐2  T3SS‐
mediated secretion.  Immunoblotting for presence of SseB  in the protein fractions provided further 
confirmation of SPI‐2 T3SS activation under the conditions of the experiment and was detected in all 
samples  except  in  the  extracellular  fraction  of  the  SPI‐2‐deficient  ΔssaV  strain.  Moreover, 
immunoblotting  against DnaK  verified  the  absence of bacterial  cytosolic  contents  in  the  secreted 
fractions  analysed.  Therefore,  recombinant  SseJ‐SIINFEKL‐HA  can  be  secreted  in  a  SPI‐2  T3SS 
manner,  similar  to  endogenous  effector  proteins,  in  sseG/sopD2  and  sseG/sopD2/srfH  mutant 
backgrounds. 
Next, translocation of SseJ‐SIINFEKL‐HA  in a SPI‐2 T3SS‐dependent manner  in host cells was tested 
(Fig 5.8). HeLa cells were  infected with the above strains expressing sseJ‐SIINFEKL‐HA and the cells 
were  fixed at 12 h post‐inoculation and permeabilised with saponin,  followed by  immunolabelling 
with  anti‐Salmonella  and  anti‐HA  antibodies  to  detect  translocated  protein.    HA  labelling  was 
observed  in  the  cytoplasm  of  cells  infected  with  wild‐type,  ΔsseG/sopD2  and  ΔsseG/sopD2/srfH 
strains, but not  in cells  infected with the ssaV mutant strain, as expected. Therefore SseJ‐SIINFEKL‐
HA is translocated into host cells via the SPI‐2 T3SS. 
 
5.2.6 MHC‐I presentation of SPI‐2 T3SS‐delivered SseJ‐SIINFEKL‐HA 
The macrophage  cell  line  IC21 expresses  the mouse H‐2Kb heavy  chain molecule of MHC‐I and  is 
therefore able to load the SIINFEKL epitope for presentation on the surface of the cells. This cell line 
was  used  to  investigate  if  SseJ‐SIINFEKL‐HA  expressed  in  the  replication‐deficient  strains 
ΔsseG/sopD2  and  ΔsseG/sopD2/srfH  can  be  delivered  into  the  cytosol  of  macrophages  and 
subsequently presented by MHC‐I.  
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Firstly, confirmation of S. Typhimurium growth, as well as SPI‐2 T3SS activity in these macrophages 
was obtained  (Fig 5.9).  IC21 macrophages were  infected with wild‐type  strains  expressing  either 
2HA‐tagged  sseJ  on  the  chromosome  of  carrying  the  pWSKsseJ‐SIINFEKL‐HA  construct.  The  cells 
were  fixed  at  14  h  post‐inoculation,  permeabilised with  saponin  and  immunolabelled with  anti‐
Salmonella  and  anti‐HA  antibodies.  Cells  infected  with  several  S.  Typhimurium  bacteria  were 
observed  and  resembled  levels of  infections  in RAW 264.7 macrophages. Moreover,  intense HA‐
labelling was observed  in  these  cells,  confirming  translocation of SseJ‐2HA and SseJ‐SIINFEKL‐HA. 
Overall, S. Typhimurium can  reside  inside  IC21 macrophages and  translocation of effectors of  the 
SPI‐2 T3SS is not impaired in these cells.  
The SIINFEKL epitope is specifically recognised by CD8+ T cells in the context of MHC‐I presentation. 
T  cells become activated by binding of  the antigen  to  the T‐cell  receptor  (TCR) and  this  leads  to 
production and secretion of the interleukin 2 (IL‐2) cytokine. Therefore secretion levels of IL‐2 were 
measured,  to  investigate whether expression of sseJ‐SIINFEKL‐HA by  the polymutant strains could 
result in MHC‐I presentation of SIINFEKL at the surface of IC‐21 macrophages, and subsequent T cell 
stimulation upon contact with H‐2Kb‐SIINFEKL. IC‐21 macrophages were infected with ΔsseG/sopD2 
and ΔsseG/sopD2/srfH strains in the presence or absence of pWSKsseJ‐SIINFEKL‐HA. Uninfected IC‐
21 macrophages with or without 1 μM SIINFEKL peptide were also  included  in  the experiment as 
positive  and  negative  controls,  respectively.  Subsequent  to  killing  of  extracellular  bacteria with 
gentamicin, macrophages were incubated for 12 h with the murine B3Z T cell hybridoma specific for 
ovalbumin.  Cell  culture  supernatants were  recovered  and  concentrations  of  IL‐2  in  the  samples 
were  quantified  by  Enzyme‐Linked  Immuno  Sorbent  Assay  (ELISA).  The  IL‐2  standard  curve 
generated  in  the  assay  confirmed  adequate  antibody  detection  of  the  cytokine.  However,  the 
amounts of secreted IL‐2 by the B3Z cells were too low for detection. Therefore, no alteration in IL‐2 
levels was detected  in  samples with  the  strains  carrying pWSKsseJ‐SIINFEKL‐HA or  in  the positive 
control.  
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5.3 SUMMARY 
Work presented in this chapter describes the characterisation of two selected replication‐deficient S. 
Typhimurium strains, ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH. Microscopy studies confirmed that these 
strains  remain enclosed  inside vacuoles within host cells and have a  functional SPI‐2 T3SS  in both 
macrophages  and  epithelial  cells.  In  vivo  virulence  studies  determined  that  the  two  strains  are 
significantly attenuated in the mouse model of systemic disease, although the level of attenuation of 
the  ΔsseG/sopD2/srfH  strain was  strikingly  higher  than  the  ΔsseG/sopD2  strain.  A  construct was 
designed for expression of the ovalbumin‐derived SIINFEKL epitope fused to the SPI‐2 T3SS effector 
SseJ.  The  epitope  was  shown  to  be  secreted  and  translocated  into  host  cells  in  a  SPI‐2  T3SS‐
dependent manner.   
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Figure 5.1  Intracellular ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH strains.  (A) RAW macrophages or  (B) 
HeLa cells were infected with S. Typhimurium wild‐type, ΔsseG/sopD2 or ΔsseG/sopD2/srfH strains. 
Cells  were  fixed  at  8  h  post‐inoculation  and  immunolabelled  with  an  anti‐Salmonella  antibody. 
Confocal micrographs show  intracellular bacteria  (green)  in  the host cells  (DIC merged  image) and 
are representative of cells holding (i) several or (ii) few bacteria. Scale bars represent 5 μm. 
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Figure 5.2  Intra‐vacuolar  location of ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH strains. HeLa cells were 
infected with S. Typhimurium wild‐type, ΔssaV, ΔsseG/sopD2 or ΔsseG/sopD2/srfH strains for 14 h. 
To  image by  confocal microscopy,  cells were  fixed  and  immunolabelled with  anti‐Salmonella  and 
anti‐LAMP‐1 antibodies (green and red, respectively, in merged images). Scale bars represent 5 μm. 
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Figure 5.3 Translocation of SPI‐2 T3SS effectors from ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH strains 
in RAW macrophages. (A) RAW macrophages were  infected with  indicated S. Typhimurium strains 
expressing 2HA‐tagged SseJ or SseF either  from  the chromosome  (sseJ‐2HA) or  from  the  low copy 
number  plasmid  pWSK29  (psseJ‐2HA  and  psseF‐2HA,  respectively).  Cells were  fixed  at  8  h  post‐
inoculation  and  immunolabelled  with  anti‐Salmonella  and  anti‐HA  antibodies  (green  and  red, 
respectively, in merged images). Scale bars represent 5 μm. (B, C) Quantification of the frequency of 
SseJ‐2HA translocation in infected RAW macrophages at (B) 8 h and (C) 17 h (n = 100 cells).  
 
148 
 
 
 
 
 
Figure 5.4 Translocation of SPI‐2 T3SS effectors from ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH strains 
in HeLa  cells.  (A) HeLa  cells were  infected with  indicated S. Typhimurium  strains expressing 2HA‐
tagged SseJ or SseF either from the chromosome (sseJ‐2HA) or from the  low copy number plasmid 
pWSK29  (psseJ‐2HA  and  psseF‐2HA,  respectively).  Cells  were  fixed  at  8  h  post‐inoculation  and 
immunolabelled with anti‐Salmonella and anti‐HA antibodies (green and red, respectively, in merged 
images). Scale bars represent 5 μm. (B) Quantification of the frequency of SseJ‐2HA translocation in 
infected HeLa cells at 8 h (n = 100 cells).   
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Figure 5.5 Competitive Index (CI) analysis of ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH strains. C57 BL/6 
mice were inoculated (5 x 105 CFU) by intraperitoneal injection with equal amounts of wild‐type and 
ΔssaV,  ΔsseG/sopD2  or  ΔsseG/sopD2/srfH mutant  strains. Bacteria were  recovered  from  infected 
spleens 3 days post‐inoculation. CI values were calculated as the ratio of wild‐type and mutant strain 
recovered  (Output)  divided  by  the  ratio  of wild‐type  and mutant  strain  present  in  the  inoculum 
(Input). The scatter plot displays values obtained for individual mice and the mean is indicated (line). 
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Figure  5.6  Schematic  diagram  of  pWSKsseJ‐SIINFEKL‐HA.  An  E.  coli  codon‐optimised  sequence 
encoding  the  ovalbumin‐derived  peptide  SIINFEKL was  fused with  the  SseJ  promoter  and  open‐
reading frame sequences, as well as a single HA tag, on the low copy number plasmid pWSK29. 
 
 
 
 
 
Figure 5.7 Secretion of SseJ‐SIINFEKL‐HA in vitro under SPI‐2‐inducing conditions. Indicated strains 
of S. Typhimurium expressing sseJ‐SIINFEKL‐HA were grown for 4 h in Mg‐MES at pH 5.0, followed by 
growth in Mg‐MES at pH 7.2 for 1.5 h. Proteins were recovered from the bacterial cell pellet or from 
the plastic  surface of  the growth vessel  (secreted  fraction) before being analysed by  immunoblot 
with anti‐HA antibody  for detection of  the  recombinant protein  (50 KDa). Activation of SPI‐2 T3SS 
was verified by  immunoblot against SseB  (22 KDa). DnaK  (70 KDa) acted as  control  for presence/ 
absence of bacteria in the samples analysed. 
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Figure 5.8 SPI‐2 T3SS‐mediated translocation of SseJ‐SIINFEKL‐HA. HeLa cells were infected with S. 
Typhimurium wild‐type, ΔssaV, ΔsseG/sopD2 or ΔsseG/sopD2/srfH strains expressing sseJ‐SIINFEKL‐
HA. Cells were  fixed at 12 h post‐inoculation and  immunolabelled using anti‐Salmonella  (green  in 
merged  image) and anti‐HA  (red  in merged  image) antibodies  for analysis by confocal microscopy. 
Scale bars correspond to 5 μm. 
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Figure 5.9 Translocation of SseJ‐SIINFEKL‐HA in IC‐21 macrophages. (A, B) Cells were infected with 
S. Typhimurium wild‐type strains expressing 2HA‐tagged sseJ from a chromosomal  location or sseJ‐
SIINFEKL‐HA from the  low copy number plasmid pWSK29. Cells were fixed at 14 h post‐inoculation 
and immunolabelled using anti‐Salmonella and anti‐HA antibodies (green and red in merged images, 
respectively). (B) Bottom panel corresponds to lower magnification of infected and uninfected cells 
together. Scale bars on confocal micrographs correspond to 5 μm.  
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CHAPTER 6 ‐ Discussion 
 
6.1 CHARACTERISATION OF SRFJ 
srfJ was  identified  in a  screen of SsrA/B‐regulated genes of S. Typhimurium  (Worley et al., 2000). 
SsrA/B has been shown to be required for expression of all SPI‐2‐related genes, with the exception 
of a  few effectors  translocated by both  the SPI‐1 and SPI‐2 T3SS. The  first aim of  this  study was, 
therefore, to determine if SrfJ is a SPI‐2 T3SS effector and to study its function.  
Regulation of srfJ by SsrA/B was confirmed and the gene was shown to be expressed in vitro under 
SPI‐2‐inducing conditions  (Fig 3.10 and 3.13). However, SrfJ could not be detected  from either the 
surface  of  the  culture  vessel  or  from  the  culture  supernatant  (Fig  3.13). Moreover,  translocated 
protein was not observed by  immunofluorescence microscopy studies with  infected epithelial cells 
or macrophages (Fig 3.14). It is therefore possible that SrfJ is not a translocated SPI‐2 T3SS effector, 
but  if  so  this  would  represent  an  unusual  occurrence  for  an  SsrA/B‐regulated  protein  encoded 
outside the SPI‐2, as all but one have been shown to be translocated effectors. Recently a study on 
srfN, a novel SsrA/B‐regulated gene, was  reported  (Osborne et al., 2009). This  study  showed  that 
srfN  is  an  ancestral  gene  of  Salmonella,  present  in  the  bacterial  genome  prior  to  the  horizontal 
acquisition of SsrA/B by the Salmonella enterica subspecies. It is suggested to represent an example 
of  pathogenic  adaptation,  where  introduction  of  a  cis‐regulatory  element,  and  consequent 
regulation of srfN by SsrA/B, resulted  in newly evolved functions of the gene within host‐pathogen 
interactions. Oral  infection assays  in mice with a  srfN mutant  showed  that  it  is a  fitness  factor  in 
systemic infection. However, secretion of the HA‐tagged protein was not detected and fractionation 
studies  showed  that SrfN  localises  to  the  inner bacterial membrane,  suggesting  that  srfN  is not a 
translocated effector of the SPI‐2 T3SS (Osborne et al., 2009). Several possible explanations for the 
lack of detection of SrfJ secretion can be speculated upon. First, like SrfN, SrfJ might function within 
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the  bacterial  cell.  Alternatively,  SrfJ  could  simply  be  secreted  below  detection  levels  in  these 
experiments. Moreover, the 2HA epitope could be cleaved upon or after secretion, or the tag could 
cause  protein  misfolding,  which  in  turn  would  block  secretion.  These  possibilities  could  be 
investigated with different  tags  (e.g. FLAG) or by  introducing epitope  tags at different  locations  in 
the protein. However, N‐terminal  regions of effectors often  contain  translocation  signals and  it  is 
difficult to predict  if a tag will  interfere with protein  folding, when  inserted within a sequence. An 
alternative  strategy  would  be  to  raise  polyclonal  antibodies  against  SrfJ.  The  availability  of  an 
antibody would be a clear advantage for detection of SrfJ and would circumvent several problems in 
connection with protein tagging.   
The results of experiments using two ΔsrfJ mutant strains suggest that SrfJ has a significant function 
in  intracellular  growth  of  S.  Typhimurium  in  bone  marrow‐derived  macrophages.  To  measure 
bacterial growth two techniques were used. Quantification of bacterial numbers by determining CFU 
gives  a  value  for  net  bacterial  growth.  However,  this  technique  does  not  differentiate  between 
replication  and  bacterial  killing  events,  and  consequently  cannot  be  used  as  a  measure  for 
replication  alone.  On  the  other  hand,  assessing  the  dilution  of  DsRed  fluorescence  in  dividing 
bacteria  allows  a  direct  measurement  of  bacterial  replication  and  is  a  much  more  sensitive 
technique.  The  results  showed  a  net  growth  of  the  ΔsrfJ1  strain  in  bone  marrow‐derived 
macrophages similar  to  the wild‐type strain  (Fig 3.7). However, analysis of  replication of  two ΔsrfJ 
mutant strains by fluorescence dilution revealed lower replication levels compared to the wild‐type 
strain  (Fig 3.8). This discrepancy could be accounted  for by  the nature of  the  techniques, as small 
differences  in  replication  phenotypes  might  simply  not  be  detected  by  CFU  count.  Another 
interesting possibility  is that SrfJ contributes to killing of host cells, which has been shown to be a 
function of the SPI‐2 T3SS (Monack et al., 2001; Rytkonen et al., 2007; van der Velden et al., 2000). It 
would result in release of the bacteria in the gentamicin‐containing medium and underestimation of 
overall growth by CFU. Unfortunately, reintroduction of the wild‐type allele of srfJ on a plasmid did 
not rescue the growth defect of the ΔsrfJ1 strain (Fig 3.9). However, the fact that two independent 
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mutant strains have the same phenotype implies strongly that the deletion causes the attenuation. 
It  is  important  to note  that  the deletion clearly has an effect on mRNA  levels of  the downstream 
gene  STM4427  (Fig  3.12)  and  it  is possible  that  this  change  in RNA  accounts  for  the  attenuation 
phenotype.  Further  work  is  necessary  on  STM4427  to  investigate  this  possibility.  Moreover, 
published  results of a CI analysis by  i.p.  inoculation  (Ruíz‐Albert  et al., 2002)  showed  that an  srfJ 
mutant strain (constructed by site‐directed chromosomal integration of a suicide plasmid) had a mild 
attenuation of virulence, and  this  is  in agreement with my  findings of  the  intracellular  replication 
defect. 
SrfJ  is predicted to be a glucosylceramidase (GluCer) and protein BLAST searches show similarity to 
other bacterial GluCer (Fig 3.2). With 99% identity at the amino acid level, the proteins more closely 
related to SrfJ are from Salmonella Paratyphi B and a newly discovered Escherichia coli (E. coli) ED1a 
strain. This E. coli strain was shown  to be a human‐specific clone and was avirulent  in  the mouse 
model  of  extraintestinal  infection  (Clermont  et  al.,  2008). Moreover,  genes  classically  associated 
with  intraintestinal virulence  in the main pathovars of diarrhoeagenic E. coli are not present  in the 
ED1a strain (Clermont et al., 2008). A closer investigation into the chromosomal region where srfJ is 
inserted  revealed  that  the gene  is  located within a 20.7 kb genomic  island containing 17 putative 
genes.  This  genomic  island  is  present  in  S.  Typhimurium,  S.  Paratyphi  B,    and  a  few  less  well‐
characterised strains belonging to the Salmonella serogroup B (Porwollik et al., 2004), but it is absent 
from other Salmonella enterica serovars,  including S. Typhi. Studies of the evolution of Salmonella 
enterica  serotypes  showed  a  closer  phylogenetic  relatedness  between  S.  Typhimurium  and  S. 
Paratyphi  B  (Baumler  et  al.,  1998)  and  it  is  therefore  likely  that  this  chromosomal  region  was 
acquired by horizontal transfer after branching of these serovars from other Salmonella lineages, yet 
prior to evolutionary divergence of the two serovars. Moreover, the genomic island is also present in 
the E.coli ED1a strain, although it is absent from all other sequenced E.coli strains.  
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Whereas GluCer enzyme and associated sphingolipids play a crucial role  in mammalian cells, only a 
few bacterial groups, mostly composed of anaerobic bacteria, are known to produce sphingolipids. 
Other bacterial strains that contain proteins similar to SrfJ (with 47% identity at the amino acid level 
or less) were identified as being anaerobic bacteria, with the exception of Bacillus coahuilensis, and 
were mostly Gram positive organisms. A large proportion of those are thermophilic bacteria. Overall, 
no parallel can be drawn between GluCer in these non‐pathogenic strains and a possible function of 
SrfJ  in S. Typhimurium. So  far, no  role has been  reported  for GluCer within Salmonella or  related 
bacteria,  such as being  required  for  structural  components of bacterial membranes.  Interestingly, 
SrfJ has a 30% similarity at the amino acid level with a human lysosomal GluCer (Fig 3.3), reinforcing 
the notion  that  SrfJ  could act outside  the bacterium. Examples of molecular mimickry  from  SPI‐2 
T3SS effectors have been identified in recent years. SseL and SteC, for instance, mimic the activity of 
a  eukaryotic  deubiquitinase  and  kinase,  respectively  (Poh  et  al.,  2008;  Rytkonen  et  al.,  2007). 
Furthermore,  SseJ  is  a  SPI‐2  T3SS  effector  that  modifies  host  cell  lipids  by  acting  as  a 
glycerophospholipid : cholesterol acyltransferase (GCAT) (Lossi et al., 2008). An amino acid sequence 
alignment between SrfJ and human  lysosomal GluCer revealed complete conservation of the active 
site  residues  (Bang et al., 2000; Dvir et al., 2003). Sequencing predictions  that SrfJ  functions as a 
GluCer were further validated by recent work determining the crystal structure of the protein (Kim 
et al., 2009). That study concluded that SrfJ  is  likely to have GluCer activity, based on resemblance 
between  the  active  site  environment  and  the  substrate‐binding model of human GluCer  and  the 
bacterial protein (Kim et al., 2009). To confirm that SrfJ has GluCer activity as predicted, functional 
studies would have to be carried out with the purified protein. 
In  eukaryotic  cells,  sphingolipids  have  an  important  structural  role  as  membrane  components. 
However,  sphingolipids  are  also  central  to  signaling  pathways  in  the  cell. Glycosphingolipids  and 
cholesterol are major components of lipid rafts, which are specialised membrane signaling domains. 
Ceramide generated from these membrane domains acts as a second messenger  in several cellular 
events,  from  cell  differentiation  and  proliferation  to  apoptosis  and  inflammation  (Ballou  et  al., 
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1996).  Sphingolipids  have  been  shown  to  have  an  important  part  in  microbial  pathogenesis. 
Examples have been reported of both bacteria and viruses that do not produce sphingolipids but are 
able to exploit host sphingolipids to their advantage, consequently interfering with host intracellular 
signaling  (Heung et  al., 2006). Ceramide‐enriched  lipid  rafts  can be used by bacteria  as  a port of 
entry  into  host  cells  (Manes  et  al.,  2003).  Other  examples  of  bacterial  interference  with  host 
sphingolipids  include  the  ability  of  the  obligate  intracellular  bacteria  Chlamydia  trachomatis  to 
scavenge host  sphingolipids and  incorporate  them  into  the membrane of  their vacuole, a process 
suggested to be essential for growth and survival of the bacteria (Van Ooij et al., 2000). Moreover, 
survival of Mycobacterium tuberculosis has been linked to its ability to interfere with phagolysosome 
maturation  by  inhibiting  sphingolipid  action  (Malik  et  al.,  2003).  Bacterial‐induced  release  of 
ceramide  from  lipid  rafts  in  infection by Pseudomonas aeruginosa and Staphylococcus aureus has 
also been shown to cause apoptosis of host cells and to have a major role in regulation of cytokine 
response (Gulbins et al., 2004).  
In  summary,  the  SsrA/B‐regulated  srfJ gene of  S. Typhimurium has been  shown  to have a  role  in 
intracellular  replication  in primary macrophages. The direction of  future  studies on  the predicted 
GluCer  function  of  SrfJ  will  be  aided  by  establishing  its  biochemical  activity  and  whether  it  is 
translocated into host cells or if it functions within the bacterial cell.   
 
6.2 CONTRIBUTION OF SPI‐2 T3SS EFFECTORS TO INTRACELLULAR REPLICATION  
A major  function of  the SPI‐2 T3SS  is  to enable  intracellular  replication of bacteria  (Helaine et al., 
2010). However, the repertoire of effectors that account for this phenomenon has not been defined. 
In  the  next  part  of my  thesis work  I  investigated  the  contribution  of  all  SPI‐2  T3SS  translocated 
effectors to the intracellular replication of S. Typhimurium. Effectors of the SPI‐2 T3SS have a variety 
of functions, including maintenance of the integrity of the SCV and its positioning at the peri‐nuclear 
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region of infected cells, as well as interference with the host immune signalling, ubiquitin pathways 
and targeting of the cell cytoskeleton. To simplify the analysis of this work, effectors were grouped 
into  function  categories,  namely:  ‘SCV  membrane  dynamics’;  ‘SCV  localisation’;  ‘host  immune 
signaling’; ‘ubiquitin pathways’; ‘actin cytoskeleton’; ‘cell migration’; ‘unknown function’; and ‘SPI‐1 
translocated  effectors’.  The  latter  group  is  composed  of  three  proteins  which  are  not  related 
functionally  and  belong  to  the  array  of  SPI‐1  T3SS  translocated  effectors  (SopD,  SptP  and AvrA). 
However,  there  is  reason  to  believe  that  these  proteins  are  also  translocated  by  the  SPI‐2  T3SS. 
Therefore, to perform the most comprehensive analysis of effectors translocated by the SPI‐2 T3SS 
possible, SopD, SptP and AvrA were also included in the study. Substantial levels of SPI‐2‐dependent 
translocation  of  AvrA,  and  to  a  smaller  extent  SptP, were  observed  in  adenylate  cyclase  fusion 
reporter  assays  (Geddes  et  al.,  2005). Moreover,  while  expression  of  SopD  was maximal  under 
conditions  of  SPI‐1  T3SS  activation,  some  expression  of  the  protein was  also  detected  in  SPI‐2‐
inducing conditions (Brumell et al., 2003).  
At  the  time  this work was  initiated only  five effectors had been  shown  to  contribute  to bacterial 
growth  in macrophages; these are SifA, SseJ, SopD2, SseF and SseG. Experiments to determine the 
growth of strains lacking the genes for these effectors were performed in RAW 264.7 macrophages 
at  late  times post‐infection and analysed by CFU  count  (Beuzón et al., 2000; Beuzon et al., 2002; 
Brumell et al., 2001; Freeman et al., 2003; Hensel et al., 1998; Jiang et al., 2004; Kuhle and Hensel, 
2002). The  intracellular growth attenuation of a  sseJ mutant  strain was also measured  in murine‐
elicited  peritoneal macrophages  (Ruiz‐Albert  et  al.,  2002).  By  conducting  a  screen  of  31  effector 
mutant strains by Fluorescence Dilution in bone marrow‐derived macrophages, I have expanded this 
list to include an additional six effectors: SrfH, SpvD, SteD, SseL, SspH1 and SteB (Fig 4.3 and 4.5). To 
the best of my knowledge, none of these effectors had been shown to be involved in the ability of S. 
Typhimurium to undergo intracellular replication. SrfH has been reported to be involved in migration 
of infected cells and to be required for long‐term systemic infection (McLaughlin et al., 2009; Worley 
et  al.,  2006),  although  CFU  assays  in  RAW  264.7  and  primary macrophages  had  not  previously 
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revealed  a  function  for  SrfH  in  intracellular  growth  (McLaughlin  et  al.,  2009).  SpvD  and  SteD  are 
newly  identified effectors of the SPI‐2 T3SS  in a recent study using mass spectrometry of secreted 
proteins  (Niemann  et  al.,  2011). While  their  function  is unknown, both  ΔspvD  and  ΔsteD mutant 
strains were shown  to be attenuated  in virulence  in 129/Sv mice  (Niemann et al., 2011). SseL has 
deubiquitinase  activity  and  contributes  to  systemic  virulence,  although  no  replication  defect was 
observed  in RAW 264.7 macrophages by CFU count  (Coombes et al., 2007; Rytkonen et al., 2007). 
SspH1 has E3 ubiquitin ligase activity and interferes with host inflammatory responses, by inhibition 
of NF‐κB and subsequent secretion of pro‐inflammatory cytokines (Haraga and Miller, 2003, 2006). 
Moreover,  an  ΔsspH1/sspH2  mutant  strain  was  attenuated  in  virulence  in  the  calf  model  of 
gastroenteritis (Miao et al., 1999). Lastly, SteB  is another SPI‐2 T3SS effector whose function  is not 
known. However, competitive infections in BALB/c mice with a ΔsteB mutant strain did not reveal an 
attenuated  virulence  phenotype  (Geddes  et  al.,  2005).  It  should  be  noted  that  any  significant 
replication defect displayed by a mutant strain in macrophages is expected to reflect on its ability to 
undergo  systemic  infection  in  mice.  Therefore,  as  expected,  the  six  effectors  having  a  major 
contribution to SPI‐2 T3SS‐dependent replication in this work (namely SseG, SseF, SopD2, SseJ, SrfH 
and  SpvD)  are  also  known  to  contribute  to  virulence  (Brumell  et  al.,  2003; Deiwick  et  al.,  2006; 
Hensel et al., 1998; Jiang et al., 2004; McLaughlin et al., 2009; Niemann et al., 2011; Ruiz‐Albert et 
al., 2002).   SteB, however,  showed a degree of  systemic  colonisation  similar  to a wild‐type  strain 
(Geddes  et  al.,  2005).  Nonetheless,  this  effector  is  thought  to  have  only  a  minor  replication 
phenotype, which might not have a detectable impact on its virulence. 
I was  able  to  reidentify  all  the effectors  that had previously been  linked  to  intracellular bacterial 
growth,  and  the  technique was  able  to  establish  their  involvement  in bacterial  replication  rather 
than  survival.  Additionally,  this  study  identified  another  two  effectors  contributing  largely  to 
replication  (SrfH and SpvD), as well as some with more subtle phenotypes  (SteD, SseL, SspH1 and 
SteB). This  illustrates  the power of  the Fluorescence Dilution  technique over CFU  count  to detect 
small contributions to  intracellular replication. Furthermore, the study also shows clearly that  in  in 
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vitro  grown macrophages  at  least,  several  effectors have no detectable  influence on  intracellular 
replication. Overall, we  can  conclude  that  the  functions having a major  impact on  replication are 
‘SCV membrane  dynamics’  and  ‘SCV  localisation’,  as well  as  SrfH‐linked  ‘cell migration’.  It  is  not 
surprising  that  effectors  influencing  vacuole  membrane  dynamics  should  be  important  for 
replication, as fusion of vesicles with the SCV is likely to provide a source of nutrients and additional 
membrane,  which  is  essential  to  accommodate  the  dividing  bacteria.  Similarly,  the  specific 
localisation of vacuoles  in  the host  cell might  facilitate  their  interactions with  components of  the 
host cell that are necessary for bacterial replication. While SrfH appears to bind to IQGAP1 or TRIP6 
and affect migration of infected cells (McLaughlin et al., 2009; Worley et al., 2006), it is also possible 
that it has another function affecting replication.      
One  important aspect of  the  screen  concerned  the amount of variation  that was observed  in  the 
replication of strains from experiment to experiment (Fig 4.4).  This could have been due to several 
factors,  from  the  different  mice  used  to  extract  bone  marrow‐derived  macrophages  and  the 
variation in the age of those mice, to different batches of foetal calf serum used to grow the cells in 
vitro. By comparison, experiments carried out in RAW 264.7 macrophages exhibited a smaller degree 
of  variation. Although  it would  have  been  simpler  to  conduct  the  experiments  in  a  less  variable 
system such as RAW 264.7 macrophages, the primary macrophage model had the advantage of the 
massive  impact  the SPI‐2 T3SS has  in  intracellular replication of S. Typhimurium  in  the  these cells. 
Wild‐type and ΔssaV mutant  strains, acting as positive and negative controls, were  included  in all 
experiments.  However,  these  strains  displayed  a  significant  degree  of  variation.  Because  the 
replication of  the  ΔssaV mutant  strain was not  always equally proportional  to wild‐type  levels of 
replication,  it  became  evident  that  the  impact  of  the  SPI‐2  T3SS  on  S.  Typhimurium  replication, 
although always present, could vary considerably from one experiment to the next. This  led me to 
express the replication defects of effector mutants in terms of their contribution to the total effect 
of  the SPI‐2 T3SS  (Fig 4.5). Overall,  this study highlights  the  importance of  taking  into account  the 
‘SPI‐2 effect’ when assessing levels of replication of mutant strains, especially in the context of large 
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studies. Examples of variation occurring between  the replication of a wild‐type strain and a ΔssaV 
mutant strain can also be seen  in  the  literature, when comparing experiments performed  in RAW 
264.7 macrophages, as ratios of wild‐type to ΔssaV mutant fluctuated between 3 to 10 (Beuzón et 
al., 2000; Freeman et al., 2003; Hensel et al., 1998; Jiang et al., 2004; Kuhle and Hensel, 2002; Ruiz‐
Albert et al., 2002).  It can therefore be misleading to directly compare values of fold replication of 
mutant strains analysed separately, as it is important to consider the context they were assessed in. 
Since most  studies  are  centred  on  the  characterisation  of  only  one  or  a  few  effectors,  it  can  be 
difficult  to  gain  a  general  view  of  the  relative  degree  of  contribution  to  replication  of  different 
effectors.  
That I am aware of, there is only one other study having performed a more thorough analysis of the 
role of several effectors of the SPI‐2 T3SS in replication (Buckner et al., 2011). This very recent study 
tested  eleven  single mutant  strains  (ΔsifA,  ΔsifB,  ΔsseF,  ΔsseG,  ΔsrfH/sseI,  ΔsspH2,  ΔslrP,  ΔsteA, 
ΔsteC,  ΔgogB,  spvB), as well as  two multi‐effector mutant  strains  (ΔsseF/sseG and  ΔsseK1/K2/K3). 
Bacterial  growth  tested  by  CFU  in  RAW  264.7 macrophages  at  24  h  post‐inoculation  showed  an 
attenuation of mutant strains ΔsifA, ΔsifB, ΔsteC, ΔspvB and ΔsseK1/K2/K3, but the mutant strains 
ΔsseF, ΔsseG and ΔsseF/sseG were not significantly attenuated in those assays (Buckner et al., 2011). 
Except for the ΔsifA strain, these findings are not in line with the results presented here (Fig 4.3 and 
Fig 4.5) or data presented elsewhere (Brown et al., 2011; Browne et al., 2008; Freeman et al., 2003; 
Hensel et al., 1998; Kuhle and Hensel, 2002; Poh et al., 2008). Moreover, the authors claim that SPI‐2 
T3SS effectors are not required for replication in epithelial cells. However, replication assays in HeLa 
and Caco‐2 cells were conducted at 6 h post‐inoculation when the effect of SPI‐2 T3SS activation was 
not yet visible, as  illustrated by the absence of a replication defect of a SPI‐2 T3SS‐deficient strain 
(Buckner et al., 2011). Furthermore, their results are difficult to reconcile with published data on the 
replication defect of ΔsseF or ΔsseG mutant strains  in epithelial cells (Deiwick et al., 2006; Salcedo 
and Holden, 2003). The same mutants were also tested for dissemination  in the mouse model and 
bacterial burden was assessed  in systemic organs by CFU count. Unexpectedly, mutations  in sseG, 
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srfH and  steA had no effect  in  systemic virulence, despite previous  reports of  in  vivo attenuation 
(Geddes et al., 2005; Hensel et al., 1998; McLaughlin et al., 2009).   
The aim of this work was also to  investigate the possibility of combining two or more mutations to 
create  a  strain  with  an  attenuation  phenotype  similar  to  a  SPI‐2  T3SS  null  strain,  for  future 
applications in the development of new Salmonella vaccines. Therefore, to select the most suitable 
assortment  of  deletions,  several  multiple‐mutant  strains  were  characterised  (Fig  4.7).  The  first 
approach  attempted  was  to  combine mutations  in  genes  displaying  similar  activity.  One  of  the 
functions considered was the group of genes having a role  in membrane dynamics of the SCV. The 
effect of  a  sifA mutation on  SCV  integrity has been described  extensively  as  loss of  the bacterial 
vacuole,  a  severe  growth  defect  attributed  to  an  anti‐Salmonella  killing  activity  in  the  cytosol  of 
macrophages, as well as a strong virulence attenuation  in vivo  (Beuzón et al., 2000; Beuzon et al., 
2002;  Brumell  et  al.,  2001;  Salcedo  et  al.,  2001).  At  10  h  post‐inoculation  in  RAW  264.7 
macrophages,  less  than 10% of bacteria retained  their SCV  (Beuzón et al., 2000). This vacuole  loss 
was shown not to be the result of replication, as bacteria with two auxotrophic mutations (purD and 
aroC)  introduced  in  a  ΔsifA background did not maintain  the  SCV,  confirming  that  rupture  is not 
caused by  replication occurring  in  the absence of sufficient membrane  recruitment  (Ruiz‐Albert et 
al., 2002). In theory, Fluorescence Dilution should allow analysis of sifA replication uncoupled from 
bacterial loss due to fission of the vacuole. However, interpretation of the results obtained is limited 
to  bacteria  that  are  intravacuolar  at  17  h  and  thus  recovered  in  the  experiment.  Although  the 
bacterial cells analysed by flow cytometry underwent very little replication, the possibility cannot be 
excluded that some percentage of the bacteria having lost the vacuole were degraded and therefore 
not  available  for  analysis.  To  circumvent  this  issue,  one  other  way  to  test  the  effect  of  a  sifA 
mutation on  intracellular replication  is by analysis of the gene  in a context where  loss of SCV does 
not occur. This is the case with the strains ΔsifA/sseJ, ΔsifA/sopD2 and ΔsifA/pipB2/sopD2, that lack 
sifA but where additional mutations counteract the loss of the SCV. The addition of an sseJ mutation 
in a strain lacking sifA leads to a partial stabilisation of the ΔsifA phenotype, as approximately 70% of 
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bacteria maintain  the SCV  (Ruiz‐Albert et al., 2002). This  is explained by  the  lipase activity of SseJ 
being required for vacuolar  loss of a ΔsifA strain. However, this vacuole does not support bacterial 
replication and a ΔsifA/sseJ double mutant strain has a strong replication and virulence defect (Ruiz‐
Albert et al., 2002; Schroeder et al., 2010). Here, this attenuation  in replication was also observed 
(Fig 4.7 A).  In a recent study, the ΔsifA/sopD2 mutant strain was reported to reside  inside an SCV, 
the  stability  of  which  increased  even  further  with  the  addition  of  a  third  mutation  in  pipB2 
(ΔsifA/sopD2/pipB2)  (Schroeder et al., 2010). Therefore,  it appears  that  the activities of both SseJ 
and SopD2 contribute to SCV rupture in the absence of SifA. Although in the latter case, Schroeder et 
al.  reported  that  in  RAW  264.7  macrophages  replication  of  the  strains  ΔsifA/sopD2  and 
ΔsifA/sopD2/pipB2 was significantly higher  than a single ΔsifA mutant,  through stabilisation of  the 
vacuole by SopD2. Moreover, the authors show restoration of the wild‐type virulence phenotype for 
the  triple  mutant    (Schroeder  et  al.,  2010).  In  contrast,  I  found  that  both  ΔsifA/sopD2  and 
ΔsifA/pipB2/sopD2  strains  were  significantly  attenuated  in  replication  in  bone  marrow‐derived 
macrophages  (Fig  4.7  A).  Nevertheless,  a  ΔsopD2  mutant  strain  in  that  study  did  not  have  a 
replication defect, which I observed by Fluorescence Dilution (Fig 4.3 and 4.5). Perhaps the choice of 
cell type or the technique could have influenced the results, as the authors measured replication by 
CFU count. In that event, a potential effect of SopD2 on bacterial killing could explain the different 
results. If  introduction of a sopD2 mutation  led to  less bacterial death, CFU counts could be higher 
despite  the  existence  of  a  replication  defect,  and  thus  comparable  to  a  wild‐type  strain. 
Interestingly, the analysis performed here showed that the level of contribution to replication of the 
ΔsifA/sopD2 and ΔsifA/sopD2/pipB2 strains was actually similar to the ΔsopD2 single mutant strain 
(Fig 4.7 A (ii)). Furthermore, the ΔsifA/sseJ double mutant replicated to an equivalent degree as the 
ΔsseJ mutant strain (Fig 4.7 A (ii)). Therefore, upon re‐establishing vacuole integrity, the replication 
attenuation  of  the  strains  is  caused  uniquely  by  the  deletion  of  sopD2  or  sseJ,  respectively.  This 
suggests that the most important consequence of a lack of sifA is the loss of vacuole membrane, as 
by  stabilising  the  SCV  levels  of  replication  are  higher,  in  agreement  with  Schroeder  et  al.  In 
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conclusion, the real contribution to replication of effectors involved in ‘SCV membrane dynamics’ is 
hard to determine, as the activities of these effectors are complex and are not yet fully understood. 
As a  result,  it  is difficult  to predict how deleting a particular gene might  influence  the  function of 
other effectors. Moreover, restoration of the vacuolar integrity can still hide a difference in vacuolar 
composition.  An  unstable  vacuole  could  affect  replication  by  nutrient  deprivation  and  through 
difficulty in acquiring membrane that is a result of disturbing the function of these effectors. 
Other  functional groups were  investigated  in  this work:   effectors with E3 ubiquitin  ligase activity 
(SlrP,  SspH1  and  SspH2)  and  three  effectors  (SseK1,  SseK2  and  SseK3)  displaying  high  levels  of 
similarity  in  their  amino  acid  sequence  (Fig  4.7  B  and  C). Mutational  combinations within  these 
groups did not result in any noticeable additive defect in replication. None of the effectors involved 
in ubiquitin pathways has been reported to have a role  in  intracellular replication. Although  in this 
study  SspH1 was  identified  as one of  four  effectors  contributing  slightly  towards  replication,  this 
effect  is minor  and was  not  improved  by  introducing  other mutations. Moreover,  the  three  E3 
ubiquitin  ligases were  reported  to act  in completely diverse pathways  (Bernal‐Bayard et al., 2010; 
Bernal‐Bayard  and  Ramos‐Morales,  2009;  Haraga  and  Miller,  2006;  Miao  et  al.,  2003)  and  the 
importance  of  ubiquitin  is  generally  linked  to  signalling  pathways.  Likewise,  the  effectors  SseK1, 
SseK2 and SseK3 had been shown not to be involved in replication (Brown et al., 2011; Kujat Choy et 
al., 2004) and the results obtained  in this study with two double mutant strains (ΔsseK1/sseK2 and 
ΔsseK1/sseK3)  and  one  triple  mutant  strain  (ΔsseK1/sseK2/sseK3)  confirm  the  absence  of  a 
replication defect.  
A  few  other  genes  included  in  this  study  are  known  to  be  functionally  related  but  were  not 
investigated  further  in mutant  combinations. One  example  is  the  sseF  and  sseG mutant  strains, 
which were also greatly attenuated in replication and comprise the effectors having a major impact 
on  SCV  localisation  in  host  cells  (Deiwick  et  al.,  2006;  Salcedo  and  Holden,  2003).  However, 
published data shows  that SseF and SseG are  involved  in  intracellular growth but  that  the growth 
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defect of a  ΔsseF/sseG double mutant  is not greater  to  single mutants. Therefore,  it was already 
concluded  that  the  two  effectors  are  involved  in  the  same  function  (Kuhle  and  Hensel,  2002). 
Another possibility would have been  to  combine  steC and  spvB, which both  target  the host actin 
cytoskeleton. This combination was not tested as they are very unlikely to have redundant functions, 
since SteC is required for the formation of SCV‐associated F‐actin (Poh et al., 2008) and the action of  
SpvB leads to actin depolymerisation (Browne et al., 2008).  Furthermore, SteC is a kinase activating 
MAPK  pathways  (Dr.  Charlotte  Odendall,  personal  communication),  hence  could  have  other 
functions  not  related  to  actin. Had more  time  been  available,  it would  have  been  interesting  to 
investigate other combinations of mutations within the group involved in ‘SCV membrane dynamics’, 
such as ΔsopD2/sseJ.  
Taking into account the challenges outlined above regarding redundant or interconnected activities 
of effectors contributing to a same function, intra‐group combinations were investigated instead in a 
second approach to obtain an additive effect on replication (Fig 4.8). Therefore, mutations in genes 
involved  in  different  functions  were  selected,  namely  sseG  (‘SCV  localisation’),  sopD2  (‘SCV 
membrane dynamics’) and srfH (‘cell migration’). Double and triple combinations (ΔsseG/sopD2 and 
ΔsseG/sopD2/srfH) were  tested and  resulted  in a  further decrease  in  replication compared  to  the 
corresponding single mutant strains. The degree of attenuation of both multiple‐mutant strains was 
high and close to a SPI‐2 null strain. Therefore, the objective of this study to construct a poly‐effector 
mutant strain highly attenuated  in  intracellular replication was achieved. These results confirm the 
impact that SPI‐2 T3SS‐dependent maintenance of ‘SCV membrane dynamics’ and ‘SCV localisation’ 
has on  intracellular replication. There  is no obvious explanation as to why the addition of the third 
mutation  in  srfH did not  cause a  further decrease  in  replication,  compared  to  the double mutant 
strain. This could possibly be explained by redundant functions, although  it  is not reported or even 
likely that srfH works in either ‘SCV localisation’ or ‘SCV membrane dynamics’. However, despite the 
lack of  effect detectable  by  Fluorescence Dilution,  in  the  comparative  virulence  assay performed 
subsequently  the  ΔsseG/sopD2/srfH  triple mutant  strain  was more  attenuated  in  vivo  than  the 
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double  ΔsseG/sopD2  mutant  strain.  This  suggests  that  the  supplementary  deletion  of  srfH  has 
substantial consequences at the systemic level of infection.   
The replication defect of the ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH mutant strains was also confirmed 
in  RAW  264.7  macrophages  (Fig  4.9)  and  the  replication  defect  of  these  strains  could  be 
complemented (Fig 4.10). However, it should be noted that a single ΔsseG mutant strain was equally 
attenuated in these experiments. Therefore, the additive effect of combining the sseG mutation with 
deletions  in sopD2 or sopD2/srfH was not detected  in this cell type. Moreover, the ΔsopD2 mutant 
was  not  statistically  attenuated,  although  the  level  of  variation  observed  indicates  that  further 
experiments could have revealed an effect. Whether SopD2 contributes to replication in RAW 264.7 
macrophages  is disputed  (Jiang et al., 2004; Schroeder et al., 2010). One possibility  is  that SopD2 
does not perform  the  same  function  in primary macrophages and  in  the RAW 264.7 cell‐line, and 
therefore  its  effect on  replication  is  altered.  If  so,  this  could  explain  the  replication  levels of  the 
ΔsseG/sopD2 strain being similar to the ΔsseG single mutant strain. At present, there are at least two 
other  examples  of  a  replication  defect  in  bone  marrow‐derived  macrophages  that  cannot  be 
detected  in  RAW  264.7  macrophages:  ΔsrfJ  (Chapter  3  of  this  thesis)  and  ΔsseL  (Dr.  Francisco 
Mesquita  and  Dr.  Mair  Thomas,  personal  communication).  What  accounts  for  the  restrictive 
environment of bone marrow‐derived macrophages  compared  to RAW 264.7 macrophages  is not 
known,  but  it  is  clear  that  S.  Typhimurium  replicates  more  freely  in  RAW  264.7  macrophages. 
Overall,  primary  macrophages  are  a  more  physiological  model  and  both  ΔsseG/sopD2  and 
ΔsseG/sopD2/srfH strains have a defect close  to SPI‐2 T3SS‐deficient bacteria  in  this cell  type. The 
goal was to generate a mutant combination which would result in a strong replication defect in vivo, 
for future purposes of vaccine development; since this was achieved, I then proceeded to investigate 
the suitability of this strain as a vehicle for delivery of antigens.  
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6.3 SPI‐2 T3SS DELIVERY OF HETEROLOGOUS ANTIGENS 
Typhoid  fever  is  still  a major  health  burden  in  developing  countries.  A  study  estimated  over  20 
million  cases of  typhoid occurring annually  (Crump et al., 2004). There are  currently  two  licensed 
vaccines against S. Typhi (Fraser et al., 2007). One is the purified capsular polysaccharide Vi antigen 
of S. Typhi, which requires administration by intramuscular injection every 3 years. The other is the 
Ty21a  vaccine,  a  live‐attenuated  strain of  S.  Typhi  generated by  chemical mutagenesis  and  given 
orally  in 4 doses. However, neither of  these vaccines  is  suitable  for very young  children, who are 
often most at  risk  in endemic  countries  (Sinha et al., 1999). Moreover, although  they are  safe  to 
administer,  their  efficacy  is  only  moderate.  Therefore,  the  two  vaccines  have  not  been  widely 
adopted for regular use  in countries suffering from endemic typhoid fever (Fraser et al., 2007). For 
those  reasons,  the  development  of  new  and  improved  vaccines  against  S.  Typhi would  be  very 
beneficial.  One  of  the  strategies  being  investigated  is  the  creation  of  rationally‐designed,  live‐
attenuated strains with defined genetic mutations that can be effective after a single oral dose. The 
main challenge  in  this  field  is  to achieve  the  right balance between sufficient attenuation  for safe 
administration, whilst  avoiding  loss  of  immunogenicity  associated with  over‐attenuation.  Several 
strains  have  been  investigated, mostly  auxotrophic  strains  carrying mutations  in  components  of 
metabolic pathways, such as the biosynthesis of aromatic amino acids (aro) or purine (pur), but also 
strains with deletions  in regulatory systems  (e.g. phoP/phoQ). Although auxotrophic strains can be 
highly attenuated and  immunogenic  in mice, clinical studies often revealed  low  immunogenicity or 
harmful  reactions  such as vaccinaemia  (Cheminay and Hensel, 2008). One very promising  vaccine 
candidate currently  in clinical trials  is M01ZH09, a S. Typhi strain harbouring mutations  in ssaV and 
aroC (Hindle et al., 2002). The deletion of aroC inhibits biosynthesis of aromatic amino acids required 
for bacterial growth. However, it is the lack of a functional SPI‐2 T3SS, due to the mutation in ssaV, 
that is largely responsible for the attenuation of this strain, by reducing replication in host cells and 
preventing  systemic  spread  (Khan et al., 2003). This  strain has been evaluated  in  six  clinical  trials 
involving over 350 people (Hindle et al., 2002; Kirkpatrick et al., 2006; Kirkpatrick et al., 2005; Lyon 
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et al., 2010; Tran et al., 2010), including two phase II randomized trials with 187 healthy adults in the 
USA  (Lyon et al., 2010) or 151 healthy children  (5  to 14 years)  in Vietnam  (Tran et al., 2010). This 
vaccine was  shown  to be  immunogenic as a  single oral dose, as well as  safe, with no evidence of 
bacteraemia  and minimal  shedding.  The  studies  concluded  that M01ZH09  should  undergo  a  full 
phase III efficacy trial in endemic settings.  
The use of live‐attenuated bacteria in recombinant vaccines can be a valuable tool to elicit long‐term 
immune responses against a range of bacterial, parasitic or viral pathogens, through the delivery of 
heterologous antigens. Together with bacterial species  like Listeria monocytogenes, Shigella and E. 
coli, Salmonella enterica strains have been amongst the most exploited for use as vectors (Shahabi 
et  al., 2010).  Indeed,  live‐attenuated  strains of  S.  Typhimurium or  S.  Typhi offer  some  important 
advantages for live carriers strains: oral administration; targeting of M cells (an important site for the 
stimulation of mucosal  immunity); establishment of an  intracellular niche  inside antigen‐presenting 
cells such as macrophages and dendritic cells; stimulation of broad mucosal and systemic immunity 
involving antibody‐ and cell‐mediated responses (Galen et al., 2009). Moreover, helped in part by its 
facultative  anaerobic  nature,  Salmonella  has  also  generated  a  large  amount  of  interest  in  the 
treatment of cancer. Due to  its ability to colonise and  invade tumour cells, this has been shown  in 
some  cases  to  result  in  delayed  tumour  growth  (Leschner  and Weiss,  2010).  Hence,  the  use  of 
Salmonella  as  a  vector  has  been  demonstrated  successfully  in  the  delivery  of  anti‐cancer 
therapeutics.  
Attempts to raise a satisfactory immune response following the delivery of heterologous antigens by 
Salmonella carriers have so far not been very successful. Examples of heterologous antigens include 
proteins derived from Plasmodium falciparum (Gonzalez et al., 1994), Hepatitis B virus (Tacket et al., 
1997), Helicobacter pylori (Bumann et al., 2001; DiPetrillo et al., 1999) and tetanus toxin (Tacket et 
al.,  2000).  One  possibility  is  that  the  outcome was  determined  by  inadequate  levels  of  antigen 
produced, as temporal control of antigen expression is a very important parameter in the design of 
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vector vaccines. Although high  levels of antigen production are usually directly related  to a strong 
immune response, excessive production can also cause a drain on energy or nutrient resources of 
the  bacteria,  or  even  have  a  toxic  effect.  In  both  cases  this  can  lead  to  reduced  growth  of  the 
bacteria  and  affect  its  ability  to  colonise  lymphoid  tissues.  To  circumvent  this  problem,  in  vivo‐
inducible  promoters  (e.g.  spv,  pag) were  investigated  as  a  better  alternative  to  regulate  antigen 
expression  (Hohmann  et  al.,  1995;  Marshall  et  al.,  2000).  As  expression  is  specifically  induced 
intracellularly,  only  low  levels  of  antigen  are  produced  in  vitro  and  during  the  initial  phase  of 
infection. Therefore, the bacteria are able to disseminate and expression of the antigen occurs when 
bacteria have reached immunological sites, thereby generating a better immune response (Bumann, 
2001).   Moreover,  another  very  important  factor  that  influences  the  type  of  immune  response 
induced  is  the  localisation  of  the  antigen.  Presentation  of  antigens  via  the MHC‐I  pathway  and 
subsequent  induction of a  cytotoxic CD8+ T  cell  response  can be  required  to generate protective 
immunity against certain bacterial or viral pathogens and tumours  (Panthel et al., 2008; Yewdell and 
Haeryfar,  2005).  Therefore,  delivery  of  antigens  into  the  cytoplasm  of  antigen  presenting  cells  is 
often desirable, as  it would be expected  to  result  in enhanced MHC‐I presentation.  In  the case of 
intracellular bacteria that remain in a phagosome, such as Salmonella, antigenic presentation occurs 
typically  by  MHC‐II  molecules  and  generates  CD4+  T  cell  immunity  (Mollenkopf  et  al.,  2001). 
Consequently, the immunological outcome of antigen delivery by Salmonella carriers is determined 
by  the  location of  the antigen; whether  it  remains within  the bacterial vector,  is displayed on  the 
surface of the bacteria or is delivered into host cells. This has led to the exploitation of the two T3SSs 
of Salmonella for delivery of antigens directly into the cytoplasm of host cells. In the initial work by 
Russmann  and  colleagues  (Rüssmann  et  al.,  1998),  the  SPI‐1  T3SS was  used  for  the  delivery  of 
influenza virus or LCMV nucleoproteins fused to the effector SptP and the authors were able to show 
an ensuing MHC‐I response. However, a clinical trial analysing the delivery of the HIV‐1 Gag antigen 
via the SPI‐1 T3SS did not yield satisfactory  levels of  immune response (Kotton et al., 2006). There 
are clear benefits  in opting  for the alternative of SPI‐2 T3SS‐mediated delivery, as manipulation of 
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this  intracellularly‐activated  system  results  in expression of heterologous antigens within antigen‐
presenting cells, as well as  their  translocation directly  into  the cytosol of  those cells. Panthel et al 
(2005) were able to show SPI‐2 T3SS‐mediated delivery of the Listeria monocytogenes antigen p60 
fused to the effectors SifA or SspH2 in an ΔaroA strain.  Both chimeric proteins induced CD8+ T cell 
priming,  although  antigen‐SspH2 was  able  to  induce  also  a  CD4+  T  cell  response  (Panthel  et  al., 
2005).  In another study, protection experiments were undertaken with a ΔhtrA/purD carrier strain 
translocating the L. monocytogenes antigen Llo fused to the SPI‐2 T3SS effector SseF (Husseiny et al., 
2007). Following vaccination, a reduction in the bacterial burden in the spleen of infected mice was 
observed compared to somatic expression of the antigen (Husseiny et al., 2007). In a second study 
by  the  same  authors,  further  vaccination  experiments with  ΔhtrA/purD  expressing  SseF‐Llo were 
carried out and stimulation of Llo‐specific CD8+ T cells was observed  in  immunized mice (Xu et al., 
2010).  Also  recently,  this  same  vector  was  used  in  an  experimental  cancer  vaccine  exploiting 
secretion via  the SPI‐2 T3SS  for  the  first  time  (Xiong et al., 2010). The  tumour‐associated antigen 
(TAA) survivin was fused to SseF and expressed under the control of the sseA promoter. Delivery of 
survivin combined with a  ligand  for natural killer T  (NKT) cells  into  the cytoplasm of macrophages 
had  a CD8+ T  cell‐mediated  anti‐tumour  activity  in  a mouse model of  colon  cancer  (Xiong  et  al., 
2010).  
In  light of the encouraging results obtained  in clinical trials with the M01ZH09 ΔaroC/ssaV vaccine, 
the  development  of  this  strain  for  the  delivery  of  heterologous  antigens  in  recombinant  vector 
vaccines is an appealing prospect. Indeed, successful delivery of antigens has been shown using the 
ΔaroC/ssaV strain as a vehicle (Khan et al., 2003; Stratford et al., 2005) and a strong antigen‐specific 
immune response was achieved when expressing the Hepatitis B virus core antigen (HBcAg) or the B 
subunit  of  E.  coli  heat‐labile  toxin  (LT‐B)  from  the  intramacrophage‐inducible  ssaG  promoter 
(Stratford et al., 2005). However, this system did not benefit from a mechanism for antigen display 
outside of the bacterial cell. To take advantage of both the virulence attenuation of an ΔssaV strain 
and the effectiveness of T3SSs in the delivery of antigens, one approach would be to design a strain 
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with similar characteristics to an ssaV mutant strain  (strongly  impaired  in  intracellular replication), 
yet maintaining  the  ability  to  translocate proteins  via  the  SPI‐2  T3SS  into  the  cytosol of  antigen‐
presenting cells. Combining a successfully‐tested vaccine with SPI‐2 T3SS delivery would provide an 
optimum construct for vector vaccinology, which could possibly offer protection against S. Typhi at 
the same time as other bacterial or viral pathogens in a single recombinant vaccine.   
The  feasibility  of  this  strategy  was  investigated  in  my  work  with  S.  Typhimurium,  using  the 
ΔsseG/sopD2  and  ΔsseG/sopD2/srfH mutant  strains  I previously  identified  as having  a  substantial 
replication defect  in macrophages, closely resembling an ssaV mutant strain (Fig 4.8). I was able to 
demonstrate that, unlike a SPI‐2 T3SS‐deficient strain, these strains maintain a fully‐functional SPI‐2 
T3SS in both macrophages and epithelial cells (Fig 5.3 and 5.4). To test the suitability of these strains 
to deliver a heterologous antigen, with the aim of generating an MHC‐I  immunological response, a 
construct was designed for expression of the ovalbumin‐derived SIINFEKL epitope fused to the SPI‐2 
T3SS effector SseJ and under the control of the sseJ promoter (PsseJ). Like all SsrA/B‐regulated genes, 
expression of sseJ is activated intracellularly and levels of expression of this gene were shown to be 
particularly high amongst the SsrA/B regulon (Xu and Hensel, 2010). Moreover, in a study looking at 
the efficiency of several SsrA/B‐regulated promoters to express an ovalbumin epitope fused to SseF, 
the greatest levels of T cell stimulation observed were induced by a strain where expression of SseF‐
ovalbumin was controlled by PsseJ (Xu et al., 2010). SIINFEKL is widely used as a model epitope for the 
induction of CD8+ T cell immunity in the context of MHC‐I presentation, more specifically mediated 
by the MHC‐I molecule H‐2Kb (Wick and Ljunggren, 1999). In the work presented here, secretion and 
translocation  into  host  cells  of  SseJ‐SIINFEKL‐HA  from  polymutant  backgrounds were  shown  and 
confirmed  to  be  SPI‐2  T3SS‐dependent  (Fig  5.7  and  5.8).  I  have,  therefore,  shown  that  the 
replication‐deficient  strains  ΔsseG/sopD2 and  ΔsseG/sopD2/srfH are  competent as vectors  for  the 
delivery of a heterologous antigen into the cytoplasm of antigen‐presenting cells via the SPI‐2 T3SS. 
Unfortunately, an attempt to show MHC‐I presentation of SIINFEKL at the surface of  infected  IC21 
macrophages (expressing the H‐2Kb molecule) was unsuccessful and time allowance did not permit 
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further  investigation, nor the utilization of other techniques. Appropriate translocation of SIINFEKL 
should be verified  in these experiments, although given that the epitope was readily detectable  in 
the  polymutant  strains  in  other  cell  types  and  also  translocated  by  a  wild‐type  strain  in  IC21 
macrophages,  it  seems highly unlikely  that  failure  to  translocate would be  an  explanation. Other 
possible  experiments  to  detect MHC‐I‐mediated  antigen  presentation  include  flow  cytometry  of 
infected cells labelled with the antibody 25‐D1.16, which recognises specifically H‐2Kb‐SIINFEKL.  
Strains  used  as  vectors  for  antigen  delivery  have  to  be  suitably  attenuated  in  vivo,  for  a  safe 
administration. Therefore, the virulence of the ΔsseG/sopD2 and ΔsseG/sopD2/srfH mutant strains 
was  tested  using  a  Competitive  Index  assay  against  a wild‐type  S.  Typhimurium  strain  (Fig  5.5). 
Although both strains were greatly attenuated in the mouse model of systemic disease, the capacity 
of  the  triple mutant  to cause virulence was particularly attenuated. Nonetheless,  the  reduction  in 
virulence  observed  was  not  as  great  as  in  a  strain  carrying  an  ssaV  mutation  and  additional 
mutations (SPI‐2 T3SS or other) could be selected to improve the safety of the triple mutant strain. 
An  interesting  possibility  would  be  to  delete  genes  for  effectors  suspected  to  be  involved  in 
downregulation of  immune  responses,  such as  sseL  (Le Negrate et al., 2008). This might have  the 
effect  of  stimulating  stronger  immune  responses  in  the  host.  Moreover,  Salmonella  has  been 
reported to interfere with host MHC‐I and MHC‐II antigen presentation (Cheminay et al., 2005; Halici 
et al., 2008; Tobar et al., 2006), as well as to inhibit T cell proliferation (Matsui et al., 1998; van der 
Velden et al., 2005). Although many of the factors responsible for Salmonella‐mediated obstruction 
of  immune  responses  remain unknown, deletion of  these  factors would be  very beneficial  in  the 
rational design of Salmonella vaccines.   
Future work could  focus on  testing  immune  responses  to SIINFEKL and other antigens  in vivo and 
possibly challenge studies with a pathogen from which the antigen was delivered, such as Llo of L. 
monocytogenes  (Husseiny et  al., 2007).  In  the  longer  term,  knowledge  gained  from  these  studies 
could  be  exploited  using  a  poly‐effector  mutant  of  S.  Typhi,  taking  into  consideration  that  its 
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complement of effectors in not identical to that of S. Typhimurium. In conclusion, the present work 
served  to  establish  proof  of  principle  that  an  antigen  can  be  delivered  via  the  SPI‐2  T3SS  in  a 
background of virtual abolishment of replication. 
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